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Untersuchungen zur verfahrenstechnischen Verbesserung der Sekundärmetabolitproduktion mit pflanz-
lichen Zell- und Gewebekulturen 
Winkler, Katja, Technische Universität Dresden, Fakultät Maschinenwesen, Dissertation 2015, 81 Seiten, 
17 Abbildungen, 4 Tabellen, 0 Anhänge 
 
Die Pflanzenbiotechnologie ermöglicht die nachhaltige Gewinnung pflanzlicher Wertstoffe mittels inno-
vativer biotechnologischer Methoden. Bisher mangelt es auf diesem Gebiet jedoch an Grundlagenwissen 
und aussagekräftigen Studien, z. B. zur Anwendung biotechnologischer Standardverfahren beim Respi-
rationsmonitoring.  
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit werden grundlegende Untersuchungen zur Erzeugung (Induktion) 
pflanzlicher in-vitro-Kulturen und zu geeigneten Kultivierungssystemen sowie Prozessüberwachungs-
strategien vorgestellt und diskutiert. Als Modellsystem dient die Einjährige Sonnenblume Helianthus 
annuus. Die Induktion pflanzlicher Zellkulturen (Kallus und Suspensionen) mit photomixotrophem 
Stoffwechsel wurde unter unterschiedlichen Bedingungen untersucht und geeignete Induktionsparameter 
ermittelt. Sowohl pflanzliche Gewebekulturen (Hairy roots) als auch die erzeugten photomixotrophen und 
heterotrophe Suspensionen konnten in verschiedenen Reaktorsystemen erfolgreich kultiviert und die Pro-
duktbildung nachgewiesen werden. Protokolle zu Induktion sowie Erhaltung von Zell- und Gewebekul-
turen von H. annuus wurden etabliert. 
Ein modernes Prozessüberwachungssystem für Schüttelkolben, das RAMOS® (Respiration Activity Mo-
nitoring System®) wurde erstmals umfassend für Untersuchungen des Wachstumsverhaltens und zum 
Screening pflanzlicher Zell- und Gewebekulturen eingesetzt. Dabei wurde die Problematik der Verduns-
tung (Evaporation) aus den Kulturgefäßen als signifikant bei den langen Kultivierungen von pflanzlichen 
in-vitro-Kulturen diagnostiziert und ein Modell zur Korrektur der Atmungstransferraten entwickelt. Erst-
malig in der Pflanzenbiotechnologie kam das RAMOS® für Studien mit Zell- und Gewebekulturen von 
H. annuus im Speziellen sowie für Untersuchungen von Hairy roots im Allgemeinen zum Einsatz. 
Mit Hilfe der vorliegenden Arbeit werden relevante Kriterien zur Anwendung des innovativen Messsys-
tems RAMOS® im Rahmen pflanzenbiotechnologischer Untersuchungen vorgestellt. Es wird ein Überblick 
über geeignete Kultivierungssysteme und zu publizierten Modellierungsstrategien für Applikationen in der 
Pflanzenbiotechnologie gegeben. Ein Literaturüberblick zu publizierten Modellierungsstrategien mit 







Investigations concerning the procedural improvement of secondary metabolite production with plant cell 
and tissue cultures 
Winkler, Katja, Technische Universität Dresden, Faculty of Mechanical Science and Engineering, 
Dissertation 2015, 81 pages, 17 figures, 4 tables, 0 appendices 
 
Plant biotechnology enables a sustainable production of valuable plant resources using innovative bio-
technological methods. However, a comprehensive knowledge base as well as significant studies, e. g. 
concerning the application of biotechnological standard procedures of respiration monitoring, are missing 
so far.  
In this work, basic investigations regarding the induction of plant in vitro cultures and appropriate culti-
vation systems as well as process monitoring strategies will be introduced and discussed. The annual sun-
flower Helianthus annuus serves as biological model system. The induction of plant cell cultures (callus 
and suspension) with photomixotroph metabolism was investigated at different conditions and appropriate 
induction parameter were determined. Both, plant tissues (Hairy roots) and induced photomixotroph as well 
as heterotrophic suspensions were cultivated successfully in various reactor systems. The production of 
desired metabolites was proven. Protocols concerning induction respectively maintenance of cell and tissue 
cultures of H. annuus have been established. 
For extensive investigations of growth behavior and for screening of plant cell and tissue cultures, a modern 
process monitoring tool for shake flasks, the RAMOS® (Respiration Activity Monitoring System®), was 
used for the first time. Thereby, the problem of evaporation off the culture vessels was identified as 
significant for time-intensive cultivations of plant in vitro cultures. A model for the correction of respiration 
transfer rates has been developed. For the first time in plant biotechnology, the RAMOS® has been applied 
for studies with H. annuus in special, and for studying the growth and respiration behavior of Hairy roots 
in general. 
With the help of the present work, relevant criteria concerning the application of the innovative measuring 
system RAMOS® for plant biotechnological investigations will be given. Furthermore, a survey over 
appropriate cultivation systems and published modelling strategies in plant biotechnology are introduced. 
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2,4-D  2,4-Dichlorphenoxyessigsäure 
6-BAP  6-Benzylaminopurin 
Abb.  Abbildung 
all-rac  racemisches Gemisch aus allen Stereoisomeren 
bspw.  beispielsweise 
BTM  Biotrockenmasse 
bzgl.  bezüglich 
bzw.  beziehungsweise 
CO2  Kohlenstoffdioxid 
et al.  et alii (maskulin), et aliae (feminin) oder et alia (neutral); lateinisch für „und andere“ 
ggf.  gegebenenfalls 
Gl.  Gleichung 
GMP  Good-Manufacturing-Practice, Gute Herstellungspraxis 
H. annuus Helianthus annuus, Einjährige Sonnenblume 
HAh  heterotrophe Suspensionskultur von H. annuus 
HApm15/HApm30  photomixotrophe Suspensionskultur von H. annuus, kultiviert mit 15/30 g L-1 initialer 
Saccharosekonzentration 
HApm30D photomixotroph-induzierte Suspensionskultur von H. annuus, kultiviert mit 30 g L-1 
initialer Saccharosekonzentration und im Dunkeln 
HEL 89 spezielle Sorte von Helianthus annuus 
IAA  Indol-3-essigsäure 
i. d. R.  in der Regel 
Kap.  Kapitel 
Kin  Kinetin 
KOH  Kaliumhydroxid 
LED  light emitting diode 
LS  Linsmaier & Skoog 
MS  Murashige & Skoog 
N2  Stickstoff 
NAA  1-Naphthylessigsäure 
O2  Sauerstoff 
o. g.  oben genannt 
PAR  photosynthetic active radiation, photosynthetisch aktive Strahlung 
pH  pH-Wert, negativer dekadischer Logarithmus der Wasserstoffionen-Aktivität 
RAMOS® Respiration Activity MOnitoring System®, System zur Kontrolle der Atmungsaktivität 
RWTH  Rheinisch-Westfälische Technische Hochschule 
sp.  species; lateinische Abkürzung für „eine nicht näher bezeichnete Spezies“ 
Tab.  Tabelle 
TU  Technische Universität 
u. a.  unter anderem 
u. U.   unter Umständen 
UV  ultraviolett 
V/V  Volumenanteil 







α  wachstums-assoziierte Produktkonstante 
β  nicht wachstums-assoziierte Produktkonstante 
µ  spezifische Wachstumsrate in d-1 
µmax  maximale spezifische Wachstumsrate in d-1 
ν  kinematische Viskosität in Pa s 
cP  Produktkonzentration in g L-1 
cS  Substratkonzentration in g L-1 
CT  carbon dioxide transfer, Kohlenstoffdioxidtransfer in mmol L-1 
CTR  carbon dioxide transfer rate, Kohlenstoffdioxidtransferrate in mmol L-1 h-1 
CTRmax  maximale Kohlenstoffdioxidtransferrate in mmol L-1 h-1 
d  Durchmesser in m 
dcP dt-1  zeitliche Änderung der Produktkonzentration in g L-1 h-1 
dx dt-1  zeitliche Änderung der Biomassekonzentration in g L-1 h-1 
H  Höhe in m 
kLa/kLa-Wert volumetrischer Stoffübergangskoeffizient in h-1 
KS  Substrataffinitätskonstante in g L-1 
M  Drehmoment in Nm 
N  Anzahl Bestimmungen 
n  Schüttelfrequenz bzw. Anzahl Umdrehungen in U min-1 
OT  oxygen transfer, Sauerstofftransfer in mmol L-1 
OTR  oxygen transfer rate, Sauerstofftransferrate in mmol L-1 h-1 
otrmax  maximale spezifische Sauerstofftransferrate in mmol g-1 h-1 
OTRmax  maximale Sauerstofftransferrate in mmol L-1 h-1 
p  Druck in bar  
P  Energieeintrag in W  
pO2  Sauerstoffpartialdruck in bar  
R  universelle Gaskonstante = 8,3144621 J mol-1 K-1 
Re  Reynolds-Zahl 
RQ  Respirationsquotient, Respiratorischer Quotient 
T  Temperatur in °C oder K 
t  Zeit in d 
td  Verdopplungszeit in h 
x, x(t), xi Biotrockenmassekonzentration in g L-1 
x0  Biotrockenmassekonzentration des Inokulum bzw. zum Zeitpunkt t = 0 in g L-1 
xmax  maximale Biotrockenmassekonzentration in g L-1 
Yx/S  Ertragskoeffizient für Biomassewachstum resultierend aus Substratverbrauch in g g-1 
VL  (initiales) Füll-/Flüssigvolumen in mL 
Vt  Gesamt-/Nennvolumen in mL 







1. Einleitung – Hinführung zum Thema 
Das innovative Gebiet der Pflanzenbiotechnologie ist Thema vorliegender Arbeit. Begonnen wird mit der 
Vorstellung von Herausforderungen und Zielen der Arbeit (Kap. 1). Im Anschluss werden Begriffe der 
Pflanzenbiotechnologie definiert und Möglichkeiten der Gewinnung von Wertstoffen aus Pflanzen ge-
genübergestellt (Kap. 2). Es folgen Grundlagen zur Modellierung in der Pflanzenbiotechnologie kombi-
niert mit einem Überblick über Publikationen der letzten 25 Jahre (Kap. 3). Anschließend werden Ergeb-
nisse der Induktion von biologischen in-vitro-Systemen am Beispiel des Modellsystems Einjährige Son-
nenblume (Helianthus annuus, Kap. 4) präsentiert, verschiedene klein- und großskalige Kultivierungs-
systeme vorgestellt und ihre Anwendbarkeit in der Pflanzenbiotechnologie diskutiert (Kap. 5). Mit der 
Vorstellung von Strategien und Herausforderungen der Prozessüberwachung mit innovativen Verfahren 
und deren Anwendung speziell für Gewebe- sowie photoaktive Pflanzenzellkulturen schließt die Arbeit 
(Kap. 6). 
 
Die Arbeit beinhaltet Vorstellung und umfangreiche Diskussion der Ergebnisse, welche die Autorin wäh-
rend Ihrer Tätigkeit als wissenschaftliche Mitarbeiterin an der Professur für Bioverfahrenstechnik, Institut 
für Lebensmittel- und Bioverfahrenstechnik, TU Dresden erzielte. Ausgewählte Resultate wurden bereits 
in Fachjournalen veröffentlicht und auf Veranstaltungen präsentiert. Weiterführende Beschreibungen 
verwendeter Methoden werden durch folgende Publikationen zur Verfügung gestellt: 
Maschke RW, Geipel K, Bley T (2015) Modeling of plant in vitro cultures: Overview and 
estimation of biotechnological processes. Biotechnol Bioeng 112:1-12. 
Winkler K, Socher ML (2014) Shake Flask Technology. In: Flickinger MC (ed) Encyclopedia of 
Industrial Biotechnology: Bioprocess, Bioseparation, and Cell Technology. John Wiley & Sons, Inc. doi: 
10.1002/9780470054581.eib651 
Geipel K, Bley T, Steingroewer J (2014) Charakterisierung pflanzlicher in vitro-Kulturen am Bei-
spiel Sonnenblume. BIOspektrum 20:450-452. 
Geipel K, Song X, Socher ML, Kümmritz S, Püschel J, Bley T, Ludwig-Müller J, Steingroewer J 
(2014) Induction of a photomixotrophic plant cell culture of Helianthus annuus and optimization of 
culture conditions for improved α-tocopherol production. Appl Microbiol Biotechnol 98:2029–2040. 
Geipel K, Socher ML, Haas C, Bley T, Steingroewer J (2013) Growth kinetics of a Helianthus 
annuus and a Salvia fruticosa suspension cell line: Shake flask cultivations with online monitoring sys-
tem. Eng Life Sci 13:593-602. 
Geipel K, Lenk F, Bley T, Steingroewer J, Püschel J, Ludwig-Müller J (2012) Die Sonnenblume 
im Bioreaktor - Herstellung von α-Tocopherol mittels pflanzlicher Zell- und Gewebekulturen. Lebens-
mitteltechnik 44:55-56. 
Die vorgestellten Ergebnisse wurden erzielt mit Unterstützung durch Studenten, welche im Rahmen ihrer 
Ausbildung oder Tätigkeit als studentische Hilfskraft unter Anleitung der Autorin forschten: Maria 
Kühne, Carolin Schott, Sophie Esterle, Nicole Mahler, Carolin Pohl, Mandy Schneider, Marcus Bach, 
Judith Greulich, Erika Roßberg, Xue Song, Katharina Goy, Rüdiger Maschke, Mimoza Lumani und Julia 
Seidel. Referenzen der angeführten Studenten sowie alle eigenen Publikationen sind in dieser Arbeit 









Problemstellung und Zielsetzung 
Pflanzliche Zell- und Gewebekulturen ermöglichen die Herstellung wertvoller Pflanzeninhaltsstoffe im 
geschlossenen System unter konstanten Bedingungen (Georgiev et al. 2009). Mit Methoden der Pflanzenbi-
otechnologie lässt sich ein enormes Potenzial für Bereiche wie Kosmetik-, Lebensmittel- und 
pharmazeutische Industrie freisetzen. So ist eine Produktion von Naturstoffen das ganze Jahr über, auf 
kleinem Raum und ohne biotische oder abiotische Einflüsse bei gleichbleibenden Produktqualitäten reali-
sierbar – ein riesiges Plus gegenüber landwirtschaftlicher Gewinnung (Hussain et al. 2012). Wenn ge-
wünscht, sind mittels gentechnischer Methoden zudem Steigerungen im Ertrag oder auch die Synthese 
bisher durch den genutzten Organismus nicht herstellbarer Strukturen möglich. Praktisch erfolgt eine 
industrielle Umsetzung der innovativen pflanzenbiotechnologischen Gewinnung zur Produktion von na-
türlichen Wertstoffen jedoch bisher sehr zurückhaltend und nur wenige Beispiele sind bekannt (z. B. (Malik 
et al. 2011)). 
Mögliche Gründe für die Hemmungen industrieller Offensiven auf diesem Gebiet liegen in mangelndem 
Grundlagenwissen sowie fehlenden Protokollen zur Induktion und Etablierung pflanzlicher in-vitro-Kul-
turen (Haas 2014). Die Prozessentwicklung in der Pflanzenbiotechnologie ist anspruchsvoll (Kap. 2.4), 
wobei sich insbesondere die eingeschränkten Möglichkeiten eines zielführenden Prozessmonitoring als 
hinderlich erweisen. Die Anwendung von Standardmethoden der Mikrobiologie ist bisher vielfach nicht 
erprobt oder gar etabliert. So kommt bspw. das Respiration Activity MOnitoring System® (RAMOS®), ein 
Schüttelkolbenkultivierungssystem mit Möglichkeit zum online-Monitoring der Atmungsaktivität, beim 
Screening mikrobieller Kulturen recht häufig zum Einsatz. Eine Adaption des Systems auf pflanzliche in-
vitro-Kulturen ist dagegen bisher nur lückenhaft publiziert. 
In der vorliegenden Arbeit sollte der Transfer von Pflanzenzell- und Gewebekulturen in das RAMOS® 
untersucht und die prozesstechnisch relevanten Parameter ermittelt werden. Ausgehend von vorhandenen 
heterotrophen pflanzlichen Zellkulturen von Helianthus annuus (H. annuus, Kap. 4.1.1) wurden konkret 
folgende Ziele formuliert: 
 Darstellung der Konzepte zur Modellierung pflanzlicher in-vitro-Kulturen (Kap. 3) 
 Induktion und Etablierung von Zell- und Gewebekulturen der Sonnenblume (photomixotrophe und 
Hairy root-Kultur, Kap. 4) im Schüttelkolbenmaßstab 
o Charakterisierung bzgl. Morphologie, Wachstum und Produktbildung 
o Vergleich der verfahrenstechnisch relevanten Eigenschaften aller untersuchten Kulturen 
o Ermittlung, Vergleich und Validierung reaktionskinetischer Parameter 
 Maßstabsübertragung der Kulturen aus dem Schüttelkolben- in den Labormaßstab (Kap. 5.3) 
 Kultivierung pflanzlicher in-vitro-Systeme mit Prozessüberwachung; Etablierung des RAMOS® zur 
Anwendung in der Pflanzenbiotechnologie (Kap. 6) 
o Validierung des RAMOS® mit verschiedenen Zell- und Gewebekulturen 
o Protokollentwicklung zur reproduzierbaren Inokulation und Kultivierung pflanzlicher Zell- und 
Gewebekulturen im RAMOS® 
o Ableitung von Transferparametern 
Aus der kritischen Diskussion der eigenen Ergebnisse und publizierter Daten anderer Forschungsgruppen 
werden darüber hinaus Handlungsempfehlungen für die erfolgreiche Entwicklung und Etablierung von 







2. Pflanzenbiotechnologie – Innovation im Fokus 
2.1 Wertschöpfung aus Pflanzen 
Pflanzen synthetisieren eine große Anzahl an wertvollen Inhaltstoffen. Diese, zumeist im Sekundärstoff-
wechsel gebildeten Substanzen werden von Pflanzen bspw. zur Attraktion bestäubender Insekten (z. B. 
Monoterpene), zur Abwehr von Fressfeinden (z. B Tannine) und pathogenen Angriffen (z. B. Iridoide) 
oder zum Schutz vor UV-Strahlung (z. B. Flavonoide) benötigt. Alle genannten Funktionen dieser bio-
aktiven Substanzen lassen sich auch auf Anwendungsgebiete menschlichen Lebens applizieren (Clark et 
al. 2009). So bereichern uns Duftstoffe aus pflanzlichen Extrakten z. B. in Cremes oder Parfüms und mit 
Vitaminen angereicherte Lebensmittel werden zu funktionalen Nahrungsmitteln. Eine hohe und nachhaltige 
Wertschöpfung obliegt aber dem Bereich Pharmazeutika aufgrund ihres besonderen Nutzens für die 
menschliche Gesundheit. Seit Jahrhunderten gebraucht der Mensch Pflanzen, Pflanzenteile und pflanzliche 
Extrakte zur Vorbeugung oder Heilung von Krankheiten. Mehr als ¼ der in Industrieländern verschriebenen 
Medikamente sind aktuell direkt oder indirekt pflanzlichen Ursprungs (Georgiev et al. 2007). Mittels 
innovativer, biotechnologischer Verfahren (Kap. 2.3) lässt sich die Wertschöpfung aus pflanzlichen 
Ressourcen intensivieren. 
 
2.2 Konventionelle Gewinnung pflanzlicher Wertstoffe 
Konventionell erfolgt die Gewinnung pflanzlicher Wertstoffe durch deren Extraktion aus Ganzpflanzen 
oder durch chemische Synthese. Im ersten Fall schließen sich an die Auswahl eines geeigneten Metaboliten 
und die ihn synthetisierende Pflanze klassische Züchtungsverfahren zur Selektion neuer Varianten mit den 
Zielen der Erhöhung von Metabolitgehalten und/oder -qualitäten an. Identifizierte neue Varianten werden 
anschließend auf Feldern oder in Gewächshäusern kultiviert. Nach der Ernte der Pflanzen erfolgen 
Extraktion und Aufreinigung der Wertstoffe mit dem Endergebnis des gewünschten Wertstoffs als Produkt. 
Es ist naheliegend, dass dieser Ablauf Nachteile in Bezug auf jahreszeitliche Ertragsschwankungen bis hin 
zu Komplettverlusten bei ungeeigneten Witterungsbedingungen aufweist. Um Ernteverluste zu minimieren, 
kommen oft toxische Herbizide und/oder Pestizide zum Einsatz (Hellwig et al. 2004). Zudem ist der 
Aufreinigungsprozess aufgrund der meist komplexen pflanzlichen Struktur aufwendig und kostspielig (Bart 
et al. 2012). 
Im Gegensatz dazu sind mittels chemischer Gewinnung zwar viele Strukturen synthetisierbar; doch nur 
wenige chemische Darstellungen weisen eine, mit der natürlichen vergleichbare hohe Bioaktivität auf. Die 
chemische Synthese lässt sich dafür i. d. R. einfach automatisieren, ist ganzjährig möglich und Qualität und 
Quantität unterliegen nur geringen Schwankungen. Im Ergebnis sind Aufwand und Ertrag (unter Ein-
beziehung der Produktaktivität) häufig im Missverhältnis: der meist hohe Anteil an wertlosen Nebenpro-
dukten steigert die Aufreinigungskosten und schmälert die Ausbeute (Georgiev et al. 2009; Bart et al. 2012; 
Hussain et al. 2012). 
 
2.3 Innovative Gewinnung pflanzlicher Wertstoffe 
2.3.1 Bedeutung der Pflanzenbiotechnologie 
Unter dem Begriff `Pflanzenbiotechnologie´ wird die moderne Gewinnung pflanzlicher Wirk- bzw. Wert-
stoffe mittels Methoden und Verfahren der Biotechnologie verstanden (Georgiev et al. 2009). Bei den 
gewünschten Wertstoffen handelt es sich hauptsächlich um Stoffwechselprodukte des pflanzlichen Se-
kundärmetabolismus, sogenannte Sekundärmetabolite, wie bspw. Farbstoffe, Toxine, Pestizide, Fungizide 
oder Vitamine (Rao und Ravishankar 2002; Clark et al. 2009; Georgiev et al. 2009). Derart werden mittels 
Pflanzenbiotechnologie natürliche Wertstoffe auf der Grundlage von bio- statt erdöl-basierter Industrie 





erzeugt. Ferner sind bei der Synthese rekombinanter Proteine die eingesetzten Zellkulturen zwingend 
genetisch verändert, bei der Sekundärstoffsynthese dagegen nicht. Aber auch Proteine werden zunehmend 
mittels pflanzenbiotechnologischer Strategien synthetisiert (Shih und Doran 2009; Xu et al. 2011). 
Die nachhaltige industrielle Nutzung von pflanzlichen in-vitro-Kulturen hält sich bisher noch in Grenzen 
(DiCosmo und Misawa 1995; Malik et al. 2011; Rea et al. 2011). Ein sehr erfolgreiches Beispiel für den 
geglückten Transfer der Pflanzenbiotechnologie in die industrielle Produktion liefert die Taxol-Synthese 
mittels pflanzlicher Suspensionskulturen (Malik et al. 2011). Am Beispiel des zytostatischen Wirkstoffes 
Taxol (auch Paclitaxel oder Paclitaxelum) lässt sich die Notwendigkeit einer, zu o. g. traditionellen Me-
thoden (Kap. 2.2) alternativen, aber dennoch bio-basierten Gewinnung pflanzlicher Sekundärmetabolite 
sehr gut veranschaulichen: der Wirkstoff Taxol aus der Substanzgruppe der Taxane kommt ursprünglich 
u. a. in Rinde der Eiben Taxus brevifolia und T. baccata vor. Etwa 0,3 g Wirkstoff können durch Ernte 
einer Eibe bzw. ihrer Rinde – je nach Spezies, Anbaumethode und Saison – gewonnen werden (Schippmann 
2001). Bis zur Erntereife wächst eine Eibe im Schnitt 60 - 100 Jahre (Malik et al. 2011). Für eine 
Krebstherapie werden dagegen 1 - 3 g Taxol benötigt (z. B. Medikament PACLITAXEL Actavis 
30 mg/5 mL, Actavis Switzerland AG, Schweiz (Malik et al. 2011)), was der Rinde von 8 - 9 Bäumen 
entspricht. Der Bedarf an diesem wirksamen und damit weltweit begehrten Wirkstoff übersteigt die auf 
konventionellen Wegen (Kap. 2.2) produzierbaren Mengen, wodurch die Brisanz neuer, innovativer und 
nachhaltiger Strategien zur Wirkstoffgewinnung besonders deutlich wird (Malik et al. 2011). 
Neben einer Erhöhung von Qualität und Quantität bietet die biotechnologische Gewinnung pflanzlicher 
Wertstoffe viele weitere Vorteile gegenüber den konventionellen Synthesewegen (Rao und Ravishankar 
2002; Matkowski 2008; Smetanska 2008; Hussain et al. 2012; Steingroewer et al. 2013b): 
 Produktion unabhängig von Umweltfaktoren biotischer (z. B. Schädlinge, endogene Rhythmen) 
und abiotischer Art (z. B. Klima, Geologie, Jahreszeiten) sowie von politischen Faktoren 
 Schadstofffreiheit 
 Gezielte Ertragssteigerung durch Zell- oder Prozessverbesserung 
 Ganzjährig kontinuierliche Produktion bei gleichbleibender Qualität und Ausbeute 
 Vereinfachte Regelbarkeit, Kontrollierbarkeit, Automatisierbarkeit 
 Good-Manufacturing-Practice-(GMP-)konforme Produktion 
 Meist vereinfachte Aufreinigung der Zielprodukte da z. B. keine hölzernen Strukturen 
 Keine Gefahr der Ausrottung seltener Pflanzen durch Sammeln von Wildformen 
 Potenzial genetischer Modifikationen zur Steigerung von Ertrag, Wirksamkeit und/oder Stabilität 
einer Substanz ohne Gefahr der Auskreuzung in natürliche Ökosysteme 
 Nachhaltigkeit, Potenzial zur Bildung von Wertstoffen welche in Ganzpflanzen nicht vorkommen 
Der Grundgedanke der Pflanzenbiotechnologie beruht auf einer bio-basierten technologischen Gewinnung 
natürlicher, bioaktiver Pflanzenwirkstoffe mithilfe pflanzlicher Zell- und Gewebekulturen in vitro. Das 
Ergebnis ist ein Naturprodukt in identischer Konformität zur ursprünglichen natürlichen Struktur mit einer 
Wirksamkeit analog zur natürlichen Bioaktivität. 
 
2.3.2 Pflanzliche in-vitro-Kulturen 
Zahlreiche Veröffentlichungen befassen sich mit Induktion (Mustafa et al. 2011; Geipel et al. 2014b), 
Kultivierung (Geipel et al. 2013; Geipel et al. 2014a; Haas et al. 2014), Anwendung (Kolewe et al. 2008; 





Weathers et al. 2010) und Wachstumsmodellierung (Bailey et al. 1985; Lenk et al. 2013; Maschke et al. 
2015) von pflanzlichen in-vitro-Kulturen. Momentan sind verschiedene Typen pflanzlicher Zell- und 
Gewebekulturen im Fokus von Forschung (Eibl und Eibl 2008) und teilweise in wirtschaftlich profitabler 
Anwendung (Mulabagal und Tsay 2004). Bekannte Kulturtypen sind Kallus, und die damit verbundenen 
Pflanzenzellsuspensionen, Hairy roots bzw. Haarwurzel-, Adventivwurzel- und Sprosskulturen, welche 
jeweils unterschiedliche Vor- und Nachteile bzgl. Handhabung oder Kultivierungsanforderungen mitbrin-
gen (Rao und Ravishankar 2002). Im Rahmen vorliegender Arbeit wurde sich auf die am häufigsten ange-
wandten pflanzlichen in-vitro-Kulturen konzentriert: Suspensionen (bzw. deren Ursprung Kallus) und 
Hairy roots (Doran 2009; Georgiev et al. 2009). Abb. 1 skizziert den bio-basierten Prozess von der Explan-
tatauswahl bis hin zur nachhaltigen Wertstoffproduktion für diese gängigsten Vertreter der Pflan-
zenbiotechnologie. Aufgrund ihrer breiten Bedeutung für kommerzielle Prozesse werden in den Kapiteln 
zu Modellierung (Kap. 3), Kultivierungssystemen (Kap. 5) und Prozessmonitoring (Kap. 6) nur Kulturen 
in Suspension berücksichtigt. 
 
 
 Skizze der biotechnologischen Gewinnung pflanzlicher Sekundärmetabolite am Beispiel der Sonnen-
blume (Haas 2007; Georgiev et al. 2009; Geipel 2012; Härtel 2013) 
 
Unter Kallus werden un- bzw. dedifferenzierte, totipotente, tumor-artig und ungeregelt wachsende Zellen 
verstanden, welche in der intakten Pflanze die Aufgabe des Wundverschlusses realisieren (Mustafa et al. 
2011). Im Labor wird pflanzlicher Kallus i. d. R. durch gezielte Verletzung eines Explantates induziert. Das 
sich bildende Wundverschlussgewebe wird anschließend vom Explantat abgetrennt und auf hormon-
haltigem, festem Pflanzenmedium kultiviert (Schmid 2003). Um die Proliferation zu fördern aber die Aus-
differenzierung zu unterdrücken sind stets Pflanzenhormone bzw. deren synthetische Analoga notwendig 
(Schopfer et al. 2006; Haas 2014). Durch Zerteilen des emers kultivierten Kallus und anschließendes 
Suspendieren in flüssigem Medium, wird eine Suspensionskultur erzeugt (Schmid 2003; Clark et al. 2009). 





Hairy roots bzw. Hairy root-Kulturen bestehen im Gegensatz zu Kallus- und Suspensionskultur aus bereits 
differenzierten Pflanzenzellen, bilden einen festen Gewebeverband aus „haarigen Wurzeln“ (Georgiev et 
al. 2007) und entstehen natürlich durch bakterielle Transformation. Vorteile solcher Haarwurzelkulturen 
gegenüber Kallus liegen in der Vermehrungsfähigkeit ohne Hormone (Schopfer et al. 2006), ihren höheren 
Wachstumsraten, ihrer genetischen, physiologischen und biochemischen Stabilität sowie ihrer einfachen 
Zugänglichkeit zu genetischer Manipulation (Dörnenburg und Knorr 1995; Georgiev et al. 2007; Sme-
tanska 2008). Bei bakterieller Transformation dringen über Wunden in Wurzeln Bodenbakterien der Spe-
zies Agrobacterium rhizogenes in die Pflanze ein und injizieren einen Teil ihres Genoms (root inducing-
Plasmid) in die Wirtspflanze. In Folge dessen kommt es u. a. zur Ausbildung der namensgebenden Härchen 
an den Wurzeln (Schopfer et al. 2006). Nachteilig wirkt sich das Wachstum als Gewebeverband auf die 
Kultivierbarkeit von Hairy roots in klassischen Bioreaktorsystemen (Kap. 5) aus. 
Nach der Art ihrer Energiegewinnung, lassen sich pflanzliche in-vitro-Kulturen in heterotroph, phototroph 
und photomixotroph einteilen (Kap. 4.1.3). Dank der zahlreichen Innovationen der letzten Jahre im Bereich 
der Photobiotechnologie (Pulz 2001; Posten 2009; Singh und Sharma 2012; Socher et al. 2014; Winkler 
und Socher 2014) rücken neben den bisher gängigen heterotrophen Systemen verstärkt phototrophe und 
photomixotrophe pflanzliche in-vitro-Systeme in den Mittelpunkt (Hüsemann und Barz 1977; Groß et al. 
1993; Nagatome et al. 2000; Fachechi et al. 2007; Geipel et al. 2014a; Geipel et al. 2014b). 
 
2.4 Herausforderungen der Pflanzenbiotechnologie 
Viele metabolische, genetische und weitere produktionsrelevante Einflussfaktoren auf pflanzliche in-vitro-
Kulturen sind noch unbekannt bzw. ihre Zusammenhänge und deren Zusammenspiel nicht vollständig 
aufgeklärt. Im Vergleich zu mikrobiellen Kulturen weisen Pflanzen eine komplexe Zellstruktur auf, welche 
ihrerseits auf eine hohe Komplexität von Genetik und Metabolismus hinweist (Mulabagal und Tsay 2004). 
In Tab. 1 sind wesentliche Merkmale mikrobieller und pflanzlicher (Kallus) Zellen gegenübergestellt. 
Kallus- bzw. Suspensionskulturen zeigen oft eine geringere physiologische und genetische Stabilität als 
pflanzliche Gewebekulturen einerseits und Mikroorganismen andererseits (Dörnenburg und Knorr 1995). 
Mögliche Folgen sind Schwankungen im Produktgehalt (Smetanska 2008) oder die Reduktion der 
Produktbildung mit zunehmendem Kulturalter (Miyasaka et al. 1987; Morris et al. 1989). 
 
Tab. 1 Vergleich wesentlicher Merkmale von mikrobiellen und Pflanzenzellen; Zahlenangaben sind 
Durchschnittswerte, nach (Taticek et al. 1991; Doran 1999). 
Merkmal mikrobielle Zelle Pflanzenzelle (Kallus) 
Größenordnung ≈ µm3 ≥ 105 µm3 
Aggregationsneigung Unterschiedlich, oft gering Hoch 
Verdopplungszeit td (Gl. (XIII)) ≤ 1 h 24 - 150 h 
Erforderliche Inokulationsdichte Gering Hoch (5 - 20 % (V/V) von Vt) 
Scherstresstoleranz Hoch Moderat 
Wasseranteil ≈ 75 % ≈ 95 % 
Sauerstoffverbrauch 5 - 90 mmol L-1 h-1 1 - 4 mmol L-1 h-1 
Produktakkumulation Oft extrazellulär Meist intrazellulär 
 





Aus diesen Merkmalen abgeleitet ergeben sich Schwierigkeiten bei der Technisierung für biotechnologi-
sche Applikationen pflanzlicher in-vitro-Systeme. Viele der gängigen Techniken `klassischer´ Biotechno-
logie mit meist einzellig vorliegenden Mikroorganismen sind auf pflanzliche in-vitro-Kulturen nicht an-
wendbar. Aufgrund ihrer Zellgröße und der vorherrschenden Aggregationsneigung ist die Entnahme einer 
repräsentativen Probe aus einer pflanzlichen Flüssigkultur nahezu ausgeschlossen bzw. nur mit kostspieli-
ger Sonderausstattung (z. B. spezielle Pipettenspitzen mit vergrößerter Öffnung) oder viel Aufwand (z. B. 
steriles Kürzen der Pipettenspitze zur manuellen Vergrößerung der Pipettenöffnung) bei fragwürdigem 
Ergebnis umsetzbar. Des Weiteren verhindern Agglomerate eine schnelle und einfache offline-Analyse wie 
z. B. die photometrische Messung der Trübung der Kulturlösung. Der mit einfachen Mitteln gewonnene 
Erkenntnisgewinn über den Kulturzustand ist somit erschwert und die Entwicklung neuer, innovativer 
Methoden (Kap. 6) von äußerster Wichtigkeit. 
Zudem erweist sich insbesondere der erste Prozessschritt der Kulturerzeugung (Induktion, Kap. 4) für 
einige Spezies als sehr schwierig und langwierig. So kann die Kallusinduktion einige wenige Wochen 
(Mustafa et al. 2011; Geipel et al. 2014b) oder sogar mehrere Monate dauern (Mustafa et al. 2011). Und 
generell ist die Übertragbarkeit von Parametern (z. B. für eine erfolgreiche Induktion) nicht zwingend von 
einer auf die nächste Spezies gewährleistet; sogar innerhalb einer Spezies ist eine direkte Parameterüber-
tragbarkeit nicht immer gegeben (Haas 2014). Die oftmals ohnehin lange Prozessentwicklungszeit wird 
dadurch zusätzlich erhöht. 
Betrachtet man die Umstellung einer Wertstoffproduktion von landwirtschaftlicher oder chemischer Syn-
these hin zu pflanzenbiotechnologischer Gewinnung, kann der hohe Technisierungsgrad biotechnologi-
scher Prozesse Probleme durch hohe Umstellungskosten und/oder fehlendes qualifiziertes Personal verur-
sachen. Neben Kallus- bzw. Suspensionskulturen lassen sich Hairy roots hauptsächlich aufgrund ihrer 
Physiologie (Gewebe) schwer in gängigen Bioreaktorsystemen (bei industrieller Nutzung hauptsächlich 
Rührreaktoren) vermehren (Haas 2014). Hier sind aufwendige Modifikationen vor einem Transfer meist 
unvermeidlich und sorgen für personellen und finanziellen Aufwand sowie u. U. für Ausbeuteverluste. 
Erschwerend kommt hinzu, dass Basisinformationen über relevante Parameter der Bioverfahrenstechnik 
für pflanzliche in-vitro-Systeme bisher nur lückenhaft publiziert sind. Für viele Systeme fehlen grundle-
gende Untersuchungen und Ergebnisse zu reaktionskinetischen Parametern wie bspw. spezifische 
Wachstumsraten (Haas 2014). Aus diesen Konflikten leitet sich die Notwendigkeit nach der Etablierung 
neuer Methoden für Monitoring und Charakterisierung mit dem Applikationspotenzial für pflanzliche in-
vitro-Prozesse ab. 
Eine nachhaltige industrielle Gewinnung von pflanzlichen Sekundärmetaboliten ist grundsätzlich für 
langsam wachsende, hölzerne Pflanzen ökonomisch, wenn konventionelle Methoden landwirtschaftlicher 
Gewinnung wenig konkurrenzfähig sind, und bei Vorteilen gegenüber mikrobieller Biosynthese (z. B. 
komplexe Biosynthesewege sind nicht existent), chemischer Synthese oder traditionellen Extraktions-
prozessen, und/oder bei fehlenden alternativen Herstellungsmöglichkeiten (Kieran et al. 1997). 











3. Modellierung – Bedeutsamkeit und Stand der Erkenntnis 
3.1 Relevanz geeigneter Modelle 
Verbesserungs- oder gar Optimierungsbestrebungen in der Biotechnologie erfordern i. d. R. eine große 
Anzahl labor-, zeit- und kosten-intensiver Experimente. Daher ist eine initiale theoretische Prozessstudie, 
gefolgt von Modellierung, Simulation und Parametervariation auf der Grundlage vorhandener Daten obli-
gatorisch. Die exakte Kenntnis der Einflüsse einzelner Variablen sowie ein geeignetes Modell mit optimaler 
Komplexität sind Hauptvoraussetzungen für eine schnelle und einfache Vorhersage biotechnologischer 
Prozesse (Lee 1992; Schügerl 2001; Dunn et al. 2003). Eine Sensitivitätsanalyse ist zudem ein zweckmä-
ßiges Werkzeug zur Identifikation von Parametern mit relevantem Einfluss auf das Kultivierungsergebnis 
(kritische Modellparameter), wodurch die Anzahl an Experimenten einzig auf Variation dieser Parameter 
reduziert werden kann (Cloutier et al. 2008). 
 
3.2  Modellkonzepte der Biotechnologie und mathematische Grundlagen 
Die grundlegenden Anforderungen an ein biotechnologisches Modell umfassen (Dunn et al. 2003): 
 Vereinfachung der Realität 
 Datenreduktion 
 Identifizierung kritischer Modellparameter 
 Abbildung von Basisprozessen 
 Möglichkeit der Umsetzung und Simulation 
Es bestehen viele Möglichkeiten für Vereinfachungen wie bspw. die Annahme von gleichmäßig verteiltem 
Substrat oder ideal konstanter Temperatur während der gesamten Kultivierung. Häufig wird in einfache 
(unstrukturiert, unsegregiert) und komplexe Modelle (strukturiert und/oder segregiert) unterteilt (Dunn et 
al. 2003). In einem strukturierten Modell wird jede Zelle als Mehrkomponentensystem beschrieben; in 
einem segregierten Modell wird die Population als heterogenes System klar unterscheidbarer Zellen 
betrachtet (Fredrickson et al. 1967). Einer der einfachsten und deswegen am häufigsten angewandten 
Modellansätze ist von Monod ((Gl. (I), (Monod 1959)). Das Monod-Modell wird zur vereinfachten Berech-
nung der spezifischen Wachstumsrate µ (Gl. (XI)) in Abhängigkeit von der maximalen spezifischen 
Wachstumsrate µmax (Gl. (XII)), der Substratkonzentration cS und der Substrataffinitätskonstante KS einge-







     (I) 
 
Die Produktbildung kann, abhängig von der Beziehung zum Primär-/Energiemetabolismus, in drei Typen 
eingeteilt werden: direkt (Typ I), indirekt abhängig (Typ II) oder unabhängig (Typ III; (Gaden 1959)). Im 
Luedeking-Piret-Ansatz (Gl. (II)) ist die Produktbildung abhängig von einem wachstums- und einem nicht 
wachstums-assoziierten Anteil (Luedeking und Piret 1959). Die zeitliche Änderung der Produktkon-
zentration dcP dt-1 wird mittels wachstums-assoziierter Produktkonstante α, zeitlicher Änderung der Bio-
massekonzentration dx dt-1, nicht wachstums-assoziierter Produktkonstante β und Biomassekonzentration 
x berechnet. 







   (II) 
 
Bei α = 0 ist die Produktbildung (Sekundärstoffwechsel ohne Verbindung zum Energiestoffwechsel) 
komplett nicht wachstums-assoziiert (Typ III). Vollständig wachstums-assoziierte Produktbildung (Typ I, 
Primärstoffwechsel) findet statt, wenn gilt β = 0. Dies sind jedoch nur theoretische Vereinfachungen zur 
Zweckmäßigkeit. Praktisch relevant für α und β sind positive Werte zwischen 0 und 1. Daher werden in 
nicht vereinfachten Fällen oder für die Bildung von Produkten nach Typ II (Zwischenprodukte, z. B. Zit-
ronensäure) die Produktkonstanten ungleich Null sein. Weder der Monod- (Gl. (I)) noch der Luedeking-
Piret-Ansatz (Gl. (II)) wurden ursprünglich für pflanzliche Zell- oder Gewebekulturen entwickelt, was 
deren Mangel an Genauigkeit für diese Applikationen erklärt. 
 
3.3 Chronologie biotechnologischer Modellierung 
Um biotechnologische Prozesse effizienter zu gestalten und Verbesserungsprozeduren anzuwenden, ist es 
erforderlich, so viel wie möglich über alle Parameter und Variablen zu wissen. Die experimentelle Auf-
klärung aller denkbaren Einstellungen ist sehr zeit-, geld- und ressourcen-intensiv. Gute Modelle dagegen 
ermöglichen Vorhersagen der meisten Prozesszustände und vereinfachen Ergebnisse. Aus diesen Gründen 
spielt in der modernen Biotechnologie zusätzlich zur Prozessentwicklung seit Mitte des 20. Jahrhunderts 
Modellierung zunehmend eine Rolle. Die ersten Modelle waren einfach in Struktur und/oder Segrega-
tionsgrad und bedienten hauptsächlich Mikroorganismen wie Bakterien und Hefen (Bailey 1998). Die 
Anwendbarkeit dieser Modelle war jedoch auf kleinskalige Kultivierungen beschränkt, während die Po-
pulationsheterogenität größerer, industrieller Prozesse die Anwendung dynamischer Modelle erforderlich 
machte (Bley 2011). Mit zunehmendem Interesse an Kultivierungen von Pilzen sowie noch später Pflanzen-
kulturen wurden biotechnologische Modelle komplexer (Krull et al. 2013): segregierte Modelle sind 
obligatorisch bei Pilzen aufgrund des Hyphenwachstums, aber auch für das vernetzte Wachstum von Hairy 
roots (Hjortso 1997). 
In den späten 1930er Jahren wurden die ersten pflanzlichen in-vitro-Kulturen untersucht (Smetanska 2008). 
Seither rücken diese Kulturen mehr und mehr in den Fokus von Forschung, Industrie und Modellierern. 
Auch in der Pflanzenbiotechnologie wurden zu Beginn einfache Modelle, z. B. das Monod-Modell (Gl. 
(I)), angewendet. Monod´s grundlegender Ansatz ist für seine Einfachheit bekannt; er ist aber gleichzeitig 
aufgrund der ungeeigneten Spezialisierung für die meisten Anwendungen unzureichend. Ende der 1980er 
Jahre kam es zur Adaption von Modellen, welche ursprünglich für Pilzhyphen entwickelt wurden (Taya et 
al. 1989). Diese wurden angepasst, um Simulationen von Wachstum, Verzweigung, Substratverbrauch und 
Produktbildung von Hairy roots darzustellen (Bastian et al. 2008). Trotz guter Übereinstimmungen war 
eine direkte Übertragung dieser relativ komplexen Modellansätze aus Pilzen für viele pflanzliche in-vitro-
Kulturen unmöglich (Bailey und Nicholson 1989). Hauptprobleme existierten z. B. bei der Reproduktion 
von Lag- und Absterbephase. 
Grundlegende, einfache Modelle sind nach wie vor eine gängige Basis für modifizierte Modellansätze in 
der Pflanzenbiotechnologie, doch Modellierer wenden sich zunehmend strukturierten und segregierten 
Ansätzen zu oder reduzieren ihre Modelle auf spezifische Randbedingungen. Daher erhöht der Wunsch 
nach genaueren Modellen die Notwendigkeit von mehr Prozessinformation (Becker und Krause 2010; 
Sagmeister et al. 2013). 
 
 





3.4 Literaturüberblick zu Modellen für Hairy roots 
Aufgrund der Modellvielzahl werden lediglich wesentliche Veröffentlichungen der letzten 25 Jahre (1989 
- 2013) mit Bezug zu pflanzlichen Gewebekulturen beleuchtet. Modelle mit hoher Spezialisierung für 
konkrete Spezies, Kultursysteme und/oder Produkte, und damit geringer Übertragbarkeit auf andere Sys-
teme sind nicht Bestandteil der Arbeit. 
Taya et al. (1989) veröffentlichten 1989 ein segregiertes Modell u. a. für Kulturen von Daucus carota 
(Wilde Möhre) und Armoracia lapathifolia (Gewöhnlicher Meerrettich). Der genutzte Ansatz basiert auf 
Modellen zur Simulation von filamentös-verzweigtem Pilzwachstum und nutzt dabei lineare Wachstums-
gesetze. Ausgehend von eindimensionalem Wachstum am Wurzelspitzenmeristem (Wachstumspunkt), 
einer Verzweigung von Wachstumspunkten nach definierter Zeit und einer Dämpfung an Wachstums-
punkten durch Scherstress oder andere Umwelteinflüsse, ist das Modell in der Lage, Eigenschaften wie 
Biotrockenmasse-(BTM-)Konzentration und kinetische Parameter verschiedener Hairy-root-Kultivierun-
gen vorherzusagen. 
Fünf Jahre später veröffentlichten Nakashimada et al. (1994) ein segregiertes Modell bzgl. Substratverwer-
tung und Einfluss des Pflanzenhormons NAA auf Hairy roots von A. lapathifolia. Experimente zeigten, 
dass NAA schnell absorbiert wird und die Anzahl an Wurzelmersitemen steigt während die Wurzel-
ausdehnungsrate abnimmt. Mit optimaler Dosis an NAA kann µmax erhöht werden. Das kinetische Modell 
ist eine Erweiterung des Ansatzes von Taya et al. (1989), wobei beide Faktoren, der inhibitorische und der 
stimulierende Effekt von NAA, in die Berechnungen einbezogen wurden. 
Im darauffolgenden Jahr publizierten Uozumi et al. ein segregiertes Modell mit Fokus auf die Konse-
quenzen von initialer Nährstoff- und Hormonbereitstellung auf die Bildung von 20-Hydroxyecdyson 
(1995). Dazu wurde die Kultivierung von Ajuga reptans (Kriechender Günsel) in eine Biomasse- und eine 
Produktbildungsphase mit unterschiedlichen Konzentrationen an Phosphat und Indol-3-essigsäure (IAA) 
unterteilt. Mittels einer 2-Phasen-Fed-Batch-Kultivierung wurde IAA in der Biomassebildungsphase zu-
gegeben und Phosphat in der Produktbildungsphase reduziert. Das Modell ist eine Fortführung der beiden 
o. g. Ansätze (Taya et al. 1989; Nakashimada et al. 1994), angepasst für Sekundärmetabolitproduktion, 
Phosphatakkumulation und Elizitierung mit IAA. 
2004 veröffentlichten Han et al. (2004) ein segregiertes Modell für Hairy roots von Helianthus annuus 
(Einjährige Sonnenblume). Dabei wurden die Zellen in sich-teilende Zellen der Spitze (apikales Meristem) 
und einen sich-nicht-teilenden Rest unterteilt. Außerdem beschreibt das Modell Elemente der Bio-
massezunahme durch Längenwachstum eines Zweiges sowie durch Bildung neuer Verzweigungen. Beide, 
Ausdehnung und Teilung, sind limitiert bis zu einem bestimmten Alter, ab welchem die Zellen der Hairy-
root-Spitzen nicht mehr in der Lage sind, zu wachsen. Die Vorhersagekraft des Modells wurde mittels 
Experimentaldaten von H. annuus sowie sechs Datensätzen anderer Spezies aus der Literatur verifiziert. 
Vier Jahre später publizierten Cloutier et al. (2008) ein strukturiertes Modell, welches sowohl für Hairy 
roots als auch für Suspensionen geeignet und auf Biomassebildung und verschiedene Nährstofflimitationen 
fokussiert ist. Dieser Ansatz umfasst 12 Gleichungen für die Berechnung extrazellulärer Biomasse-, 
Saccharose-, Zucker- (Summe aus Glukose und Fruktose), Phosphat-, Nitrat- und Ammoniumkonzen-
tration; intrazellulärer Phosphat-, Stickstoff-, Zucker- und eingelagerter Kohlenhydratkonzentration sowie 
spezifische Wachstumsrate und Medienvolumen. Weiterhin ist zur Identifikation kritischer Parameter für 
die Sensitivitätsanalyse ein kurzer Vergleich mit sieben anderen Nährstoffmodellen der Pflanzenbiotech-
nologie enthalten. Die erforderlichen Experimentaldaten stammen von Hairy roots von Catharanthus 
roseus (Rosafarbene Catharanthe) und Daucus carota (Möhre) sowie Suspensionen von Eschscholzia 
californica (Kalifornischer Mohn). Das Modell ist in der Lage, Wachstum und Substratverwertung ver-
schiedener Pflanzenspezies und Kulturtypen zu simulieren und vorherzusagen und eignet sich besonders 
für Medienoptimierungen oder Prozesskontrollstrategien. 





Ein wenig komplexes Modell mit nicht-limitiertem Wachstum auf der Grundlage einer geeigneten Füt-
terungsstrategie wird von Mairet et al. (2010) vorgeschlagen. Um nicht-limitiertes Wachstum zu erreichen, 
muss das optimale Fütterungsmedium ausgewählt und eine konstante Nährstoffzufuhr gewährleistet 
werden. Die Konzentrationen an Saccharose, Nitrat, Ammonium, Phosphat und Kalium wurden gemessen 
und ihr Einfluss auf µ in einer Kinetik repräsentiert. Unter der Annahme, dass die optimalen Nährstoff-
konzentrationen die initialen Konzentrationen sind, ist die Aufgabe, deren Level konstant zu halten. Dafür 
ist es erforderlich, die tatsächlichen Nährstoffgehalte zu jeder Zeit zu kennen (online-Messungen) oder 
mittels Simulationen abschätzen zu können. Ist die Fütterungsrate zu hoch, erfolgt eine Überfütterung. 
Deswegen werden ein Sicherheitsfaktor und die Verwendung von online-Monitoring vorgeschlagen. Die 
erforderlichen Parameter wurden mittels Daten der Kultivierung von Datura innoxia (Großblütiger Stech-
apfel) abgeschätzt. 
Ein weiteres nicht-komplexes Modell wurde zwei Jahre später durch Palavalli et al. (2012) veröffentlicht 
und befasst sich mit Sauerstoff-(O2-)Transferlimitationen in Kulturen von Azadirachta indica (Niembaum). 
Eine Herausforderung bei Maßstabsvergrößerungen sind O2-Transportlimitationen, besonders bei dichten 
Wurzelnetzwerken. Unter Berücksichtigung der Konzentration an gelöstem O2 wurde ein Effekti-
vitätsfaktor eingeführt und mit dem Monod-Modell zur Ermittlung von µ (Gl. (I)) verknüpft. So kann das 
Schütteln verbessert und eine optimale O2-Versorgung gewährleistet werden. 
 
3.5 Fazit und Perspektiven 
Modellentwicklung sollte immer zu dem Modell führen, welches am einfachsten ist aber gleichzeitig am 
besten passt. Ein gutes Modell ist so komplex wie nötig aber so simpel wie möglich. Jedoch sind viele der 
publizierten Modelle (Kap. 3.4 und (Maschke et al. 2015)) spezifisch auf Pflanzenspezies, Nährstoffbe-
dingungen oder andere Faktoren spezialisiert. Somit gibt es weder das beste noch das schlechteste, sondern 
lediglich das, für einen gegebenen Fall am besten geeignetste Modell. 
Neben der Ermittlung eines passenden Modells muss geeignete Software gewählt werden. Eine stark 
nummerische Rechenumgebung bietet MatLab® (The Mathworks, Natick, MA), genutzt z.  von Cloutier 
et al. (2008). Allerdings erfordern die zahlreichen Möglichkeiten Expertenkenntnisse in Programmierung. 
Um eine begrenzte Anzahl an Differentialgleichungen zu lösen und grafisch darzustellen, bietet Berkeley 
Madonna™ (Robert I Macey & George F Oster, University of California, CA) eine gute und simple 
Alternative. Dafür sind nur Grundkenntnisse in Programmierung erforderlich. Einige der einfachsten 
Modelle wurden in Standardtabellenkalkulationsanwendungen wie z. B. Microsoft® Excel® (Microsoft 
Corporation, Redmond, WA) implementiert. 
Es wurde ein Überblick über Modelle für Hairy roots gegeben. Ergänzend werden von Maschke et al. 
(2015) zusätzlich Modelle für pflanzliche Suspensionskulturen präsentiert. Mit den dort publizierten Tabel-
len und Abbildungen werden komfortable Werkzeuge geliefert, um die Suche nach einem geeigneten 
Modell zu erleichtern und zugleich Forschungsbedarf für neue Modellansätze zu beleuchten. Vorgestellte 
Modelle sind bisher nur mangelhaft in der Pflanzenbiotechnologie implementiert. Zudem ist die Menge an 
verfügbaren Daten zu pflanzlichen in-vitro-Kulturen klein, wächst aber stetig. Die vorliegende Arbeit leistet 
einen Beitrag zur Erhöhung der Kenntnisse über pflanzenbiotechnologische Parameter (Kap. 4 - 6) um in 
Zukunft als Basis für geeignete Modellierungs- und Simulationsstrategien zu dienen und der Pflan-






4. Induktion – Erzeugung pflanzlicher in-vitro-Kulturen 
4.1 Anwendungen in der Pflanzenbiotechnologie 
4.1.1 Modellsystem Helianthus annuus 
Als Modellsystem wurde Helianthus annuus (H. annuus; Einjährige oder Gewöhnliche Sonnenblume) 
gewählt (Abb. 2). Diese Pflanze ist für ihren hohen Anteil an α-Tocopherol (Everett et al. 1987), der biolo-
gisch aktivsten Form von Vitamin E bekannt (DellaPenna 2005). Laut Ebermann und Elmadfa (2011) 
enthält z. B. nur Weizenkeimöl mit 1,2 mg g-1 Öl mehr α-Tocopherol als Sonnenblumenöl (0,6 mg g-1 Öl 
(Velasco et al. 2004) bzw. 0,7 mg g-1 Öl (DellaPenna 2005)). 
Die ersten in-vitro-Kulturen von Sonnenblumen (Kallus) wurden in den 1940er Jahren initiiert (Hildebrandt 
et al. 1946; Punia und Bohorova 1992). Seit mehreren Jahren werden in der Arbeitsgruppe 
Pflanzenbiotechnologie, Institut für Lebensmittel- und Bioverfahrenstechnik, TU Dresden heterotroph 
wachsende Kallus- sowie Suspensionskulturen dieser Spezies für Forschungszwecke kultiviert und etabliert 
(Pavlov et al. 2005; Haas et al. 2008; Püschel et al. 2011; Geipel et al. 2012; Geipel et al. 2013; Geipel et 
al. 2014a; Werner et al. 2014; Geipel et al. 2014b). Aufgrund bekannter und konkurrenzfähiger 
Wachstumseigenschaften (z. B. (Pavlov et al. 2005; Gala et al. 2005; Fachechi et al. 2007)) und Erfahrungs-
werte (Werner 2005; Haas et al. 2008) hinsichtlich Handhabung ist das Modellsystem H. annuus für 
Untersuchungen zur Induktion neuer Zell- und Gewebekulturen sowie zur Etablierung neuer 
Charakterisierungs- und Monitoringmethoden sehr gut geeignet und wurde daher im Rahmen der 
Experimente zur vorliegenden Arbeit als Modellsystem für die Protokollentwicklung, -etablierung 




Helianthus annuus ist eine Art der Gattung Sonnenblume (Helianthus), der Familie Korbblütler 
(Asteraceae), der Ordnung Asternartige (Asterales, deutsch Asternartige). Sie ist eine krautige Pflanze, 
welche aufrecht und rasch wachsend Wuchshöhen von 0,3 - 4 m erreicht und bis zu 2 m tiefe Wurzeln 
bildet. Der Stängel der Sonnenblume ist rauhaarig. Daran sind meist wechselständig herzförmige grüne 
Laubblätter angeordnet. Die Blütenköpfe (Abb. 2) weisen einen Durchmesser von 0,1 - 0,4 m auf (Haberer 
2012). Die Sonnenblume ist eine sogenannte Sommerannuelle, also eine einjährige Pflanze (Annuelle), 
welche im Frühjahr auskeimt und ihren Lebenszyklus im Laufe der Vegetationsperiode mit der Bildung 
von ölhaltigen Samen abschließt. Die Blüte der Sonnenblume erfolgt von Juli bis September, wobei 
Bestäubung durch verschiedene Insekten geschieht (Wiki. S. 2015). 
 
4.1.2 Wertstoff α-Tocopherol 
Zur Gruppe der Tocopherole gehören die vier lipophilen Antioxidantien α-, β-, γ- und δ-Tocopherol. Ge-
meinsam mit den vier bekannten Tocotrienolen werden die Tocopherole zu den Tocochromanolen bzw. 





umgangssprachlich zu den E-Vitaminen zusammengefasst (Franke et al. 2007). Vitamin E gilt als essentiel-
ler Nährstoff für alle Säugetiere (DellaPenna und Pogson 2006). Tocopherole kommen in allen Organsimen 
vor, werden aber lediglich von photosynthetisch aktiven Organismen, z. B. in Ölsamen, Blättern und 
anderen grünen Teilen höherer Pflanzen synthetisiert (Kamal-Eldin und Appelqvist 1996; Brigelius-Flohé 
und Traber 1999; Fachechi et al. 2007), wenn auch in sehr unterschiedlichen Mengen (Munné-Bosch und 
Falk 2004; DellaPenna 2005; Ebermann und Elmadfa 2011). Der prozentuale Anteil an α-Tocopherol am 
gesamten Tocopherol-Gehalt beträgt z. B. (DellaPenna 2005): 
 96 % bei Öl aus Sonnenblumensamen 
 90 % bei Kartoffelknollen und Blättern von Arabidopsis thaliana (Acker-Schmalwand) 
 47 % bei Öl aus Weizenkeimen 
 20 % bei Weizensamen und 
 0 % bei Samen von A. thaliana 
Die meisten Enzyme des Tocopherol-Biosyntheseweges befinden sich in Plastiden (Lichtenthaler et al. 
1981); speziell α-Tocopherol wird hauptsächlich in Chloroplasten bzw. deren Membraninnenseiten 
synthetisiert (Kamal-Eldin und Appelqvist 1996; Horvath et al. 2006). Tocopherole sind bekannt für ihre 
antioxidative Wirkung (Schopfer et al. 2006), insbesondere den Schutz vor Lipidperoxidation (Kamal-Eldin 
und Appelqvist 1996) von zumeist vielfach ungesättigten Fettsäuren in Membranlipiden (DellaPenna und 
Pogson 2006). Die antioxidative Wirkung der Tocopherole resultiert aus der Bindung freier reaktiver 
Sauerstoffspezies an den aromatischen Ring, wodurch diese an der Bindung zu anderen Substanzen 
gehindert werden. Das reduziert Schädigungen lebensnotwendiger Moleküle und Membranen. Die 
Tocopherole werden deswegen der Funktionsgruppe der Radikalfänger zugeordnet (Matkowski 2008). In 
photosynthetisch aktiven Organismen wird hauptsächlich der Photosyntheseapparat, welcher durch die 
einfallenden energiereichen Photonen unter besonderer oxidativer Belastung (vor allem Lichtstress) steht, 
in allen anderen Lebewesen werden verschiedene andere Zell- und Organellmembranen durch die 
Anwesenheit von Tocopherol vor oxidativem Abbau bewahrt (Havaux et al. 2005; Fachechi et al. 2007). 
Bei α-Tocopherol (Abb. 3) handelt es sich um das biologisch aktivste Tocopherol (Ogbonna 2009) mit dem 
höchsten antioxidativen Potenzial (DellaPenna 2005; Franke et al. 2007). Biologische Synthese liefert das 
isomeren-reine (DellaPenna 2005), natürliche (RRR)-α-Tocopherol, wiederum mit der höchsten 
biologischen Aktivität im Vergleich zur synthetischen (all-rac)-α-Tocopherol-Mixtur (Kamal-Eldin und 
Appelqvist 1996). Denn im Gegensatz zur biologischen Synthese entsteht α-Tocopherol auf dem Weg der 
chemischen Synthese immer als racemisches Gemisch aus acht Stereoisomeren (all-rac) RRR, SRR, RRS, 
SRS, RSR, SSR, RSS und SSS (Burton und Traber 1990; DellaPenna 2005), wobei die Bioaktivität des 
Gemisches je nach Anteil an (RRR)-α-Tocopherol stark schwankt (DellaPenna 2005). Die aufwendige und 
teure Trennung der chemisch synthetisierten Stereoisomere entfällt somit bei biologischer Synthese. Alle 
Tocochromanole werden vom menschlichen Körper in gleicher Weise bei der Verdauung aufgenommen 
(Traber und Sies 1996). Laut Ebermann und Elmadfa (2011) wird α-Tocopherol jedoch „am schnellsten 




 Struktur von α-Tocopherol. 
 





Die empfohlene tägliche Aufnahmemenge von α-Tocopherol für Menschen variiert je nach Geschlecht und 
Alter und liegt durchschnittlich für Erwachsene zwischen 12 mg (Frauen) und 15 mg (Männer) α-
Tocopherol pro Tag (Institute of Medicine 2000; Ebermann und Elmadfa 2011; Deutsche Gesellschaft für 
Ernährung e. V. 2014). Da 1 g Ölsamen kultivierter Sonnenblumen etwa 0,6 mg α-Tocopherol enthalten 
(Velasco et al. 2004), wären täglich 20 g (Frauen) bis 25 g (Männer) Sonnenblumensamen erforderlich, um 
die empfohlene Tagesdosis allein durch diese Samen zu decken. 
Aufgrund der antioxidativen Wirkung in vivo findet Vitamin E – bzw. oftmals konkret α-Tocopherol – 
zunehmend Anwendung in Lebensmitteln und Pharmazeutika, aber auch zur Haltbarmachung, z. B. von 
Kosmetikartikeln (Schürch et al. 2008). Die Wirkung der E-Vitamine hat in den Produkten den Effekt eines 
verzögerten biologisch-oxidativen Abbaus ihrer bioaktiven Inhaltsstoffe (Kamal-Eldin und Appelqvist 
1996) und wird aufgrund ihrer Fettlöslichkeit z. B. in Salben und Cremes eingesetzt. Zudem erstreckt sich 
die positive, antioxidative Wirkung auch auf den Körper des Produktanwenders, welche dann z. B. 
Lebensmittel zu funktionalisierten Lebensmitteln (functional food) aufwertet (Ebermann und Elmadfa 
2011) oder Kosmetik zur Verbesserung des Hautbildes anwendbar macht (Ogbonna 2009; Caretto et al. 
2010). 
 
4.1.3 Konzepte der Energiegewinnung pflanzlicher in-vitro-Kulturen 
In der Pflanzenbiotechnologie werden Pflanzen auf ihrer zellulären Ebene (z. B. als Kallus oder Suspen-
sion) oder als Gewebeverband (Hairy roots) eingesetzt. Die meisten aktuell verwendeten pflanzlichen in-
vitro-Systeme sind der Art ihrer Energiegewinnung nach heterotroph und damit diesbezüglich zu den 
klassischen mikrobiellen Systemen analog. Auch die Mehrzahl der Publikationen auf dem Gebiet der 
Pflanzenbiotechnologie beschäftigt sich mit heterotrophen in-vitro-Systemen. Doch aufgrund der innova-
tiven Entwicklungen der letzten Jahre in der Photobiotechnologie (Überblick z. B. in (Winkler und Socher 
2014)) rücken zunehmend phototrophe und photomixotrophe pflanzliche Systeme in den Fokus (Sell 2009; 
Geipel et al. 2014b). Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wird, am Beispiel der Sonnenblume, erstmals ein 
umfassender Vergleich der Wachstumseigenschaften heterotropher und photomixotropher Zell-
suspensionskulturen präsentiert. 
Bei der Photosynthese handelt es sich um einen Prozess zum Aufbau von Biomasse durch Energiegewin-
nung aus Licht, welcher von grünen Pflanzen, Algen und einigen Bakterien genutzt wird. Dabei erfolgt 
zunächst mit Hilfe von lichtabsorbierenden Molekülen wie bspw. Chlorophyll im Fall der Sonnenblume 
die Umwandlung von Lichtenergie in chemische Energie, welche dann u. a. zum Aufbau energiereicher 
organischer Verbindungen aus anorganischen Stoffen – hauptsächlich Kohlenstoffdioxid (CO2) und Wasser 
– verwendet wird (Gl. (III)). Da die energiereichen, organischen Stoffe zu Bestandteilen des Lebewesens 
werden, wird deren Synthese als Assimilation bezeichnet (Berg et al. 2009). 
 
Photosynthese
2 2 6 12 6 2Zellatmung
6 CO  + 6 H O + Energie  C H O + 6 O    (III) 
 
Aus diesem Wissen zur Photosynthese lässt sich für intakte Pflanzen üblicherweise ein photo-litho-au-
totropher (phototropher) Metabolismus ableiten, denn die Energiegewinnung erfolgt durch Photosynthese 
mit Hilfe des anorganischen Elektronendonors Wasser und die Kohlenstofffixierung erfolgt aus anorga-
nischen Kohlenstoffquellen. Im Gegensatz dazu ernähren sich die aktuell im Bioreaktor am häufigsten 
kultivierten pflanzlichen Zell- und Gewebekulturen chemo-organo-heterotroph, denn deren Energiege-
winnung erfolgt mittels Redoxreaktion: die Oxidation von Kohlenstoff aus organischen Quellen ermöglicht 
den Aufbau von Biomasse. Man spricht abkürzend von heterotrophem Stoffwechsel. Ergänzend zu den rein 





phototrophen und rein heterotrophen Ernährungsweisen existieren Mischformen (Mixotrophien; (Wiki. M 
2014)). Eine davon wird als Photomixotrophie bezeichnet, wobei Zellen Energie sowohl via Photosynthese 
(phototroph) als auch durch Redoxreaktion (heterotroph) gewinnen (Madigan et al. 2003; Berg et al. 2009). 
 
4.2 Induktion von Kalluskulturen 
4.2.1 Herausforderungen 
Grundsätzlich eignen sich alle Pflanzenarten, -sorten und -teile (Explantate) zur Induktion einer in-vitro-
Kultur (Punia und Bohorova 1992; Mustafa et al. 2011; Hussain et al. 2012). Ein Zusammenhang zwischen 
dem Metabolitgehalt im Explantat und dem in der induzierten Kultur konnte jedoch vielfach nachgewiesen 
werden (Dörnenburg und Knorr 1995; Haas 2014). Demnach empfiehlt sich die Explantatauswahl gemäß 
vorheriger Analysen verschiedener Explantate (z. B. Blatt, Samen oder Blüte) und Systeme auf ihren 
Wirkstoffanteil. Der Wirkstoffgehalt schwankt dabei in Abhängigkeit vom Wirkstoff selbst, von der 
Explantatart sowie weiteren biotischen und abiotischen Wachstumsfaktoren. Auch besteht die Option, 
Explantate nach den Möglichkeiten zur praktischen Durchführung der Induktion auszuwählen. So lassen 
sich Blätter der meisten Pflanzen aufgrund ihrer Größe, Form, Zugänglichkeit und Verfügbarkeit oftmals 
leichter manipulieren als bspw. Teile von Blüten oder Früchten. Doch natürliche Gegebenheiten der Blätter, 
wie beispielsweise dicke Kutikula oder hölzerne Strukturen bei ausgewählten Pflanzen können 
problematisch sein. 
Für die Induktion pflanzlicher Kalluskulturen lassen sich verschiedene Herausforderungen ableiten. Steriles 
Arbeiten hat in der Biotechnologie immer oberste Priorität! Die Sterilität einer pflanzlichen in-vitro-Kultur 
ist von großer Bedeutung für eine erfolgreiche biotechnologische Wertstoffproduktion, denn wirt-
schaftliche Einbußen sind im Falle von Unsterilitäten bei pflanzlichen Systemen aufgrund langsamerer 
Wachstumsraten höher als bei der Wertstoffproduktion mittels Mikroorganismen. Wegen ihrer größen- und 
damit wachstums-spezifischen Unterschiede zu Mikroorganismen (Tab. 1), hat eine Infektion mit 
Kontaminanten fatale Folgen für die gesamte Kultur. Die spezifische Wachstumsrate (µ) pflanzlicher in-
vitro-Kulturen ist wesentlich kleiner (im Bereich von d-1) als jene mikrobieller Kulturen (im Bereich von 
h-1; (Taticek et al. 1991)). Kontaminanten konkurrieren mit den Pflanzenzellen um die im Medium enthalte-
nen organischen Kohlenstoffquellen und dominieren anschließend aufgrund höherer µ schnell das 
Kulturvolumen. Und trotz oftmals produzierter Abwehrstoffe (Antibiotika, Fungizide) durch die pflanz-
lichen Zellen, können letztere die Kontaminanten meist nicht mehr verdrängen. 
Wie bereits genannt, ist die Wahl des geeigneten Explantates ein wichtiger Einflussfaktor für die erfolg-
reiche Erzeugung einer pflanzlichen Kalluskultur. Kallusinduktion ist, aufgrund der pflanzlichen Totipo-
tenz, grundsätzlich aus allen Teilen der Pflanze möglich; aber nicht mit jedem Explantat erfolgreich. Hier 
empfiehlt es sich nach intensiver Literaturrecherche, 
1. verschiedene Explantate auf ihren Wirkstoffgehalt hin zu analysieren, 
2. eine Abwägung zwischen Daten aus Referenzen und eigenen Analysen in die Explantatwahl ein-
fließen zu lassen und 
3. parallel mehrere (mindestens 3) verschiedene Explantate experimentell zu testen. 
Zudem stellt die Wahl des geeigneten Induktionsmediums eine Herausforderung dar. Die zunächst ein-
fachste Herangehensweise besteht darin, sich im Pool an gängigen Pflanzenzellkulturmedien (siehe z. B. 
Katalog der Firma Duchefa Biochemie B.V., Haarlem, Niederlande (Kors und Teves 2010)) zu orientieren. 
Zur Induktion heterotropher Kalluskulturen von H. annuus wird häufig Linsmaier- & Skoog-Medium (LS 
(Linsmaier und Skoog 1965)) mit Saccharose als Kohlenstoffquelle und 2,4-Dichlorphenoxyessigsäure 
(2,4-D; Auxin-Analogon) als Pflanzenhormon verwendet (Pavlov et al. 2005; Haas 2007). Bei der 





Induktion photosynthetisch aktiver Kalluskulturen von H. annuus kommt meist Murashige- & Skoog-
Medium (MS) mit Saccharose und diversen Pflanzenhormonkompositionen zum Einsatz (Greco et al. 1984; 
Fachechi et al. 2007). 
Weitere potentiell herausfordernde Parameter sind: 
 Medienzusätze (z. B. Spurenelemente und Vitamine) und ihre Konzentrationen 
 Zusammensetzung und Verhältnis an Pflanzenhormonen/Pflanzenwachstumsregulatoren 
 Inkubationsparameter (z. B. Temperatur, Lichtverhältnisse) 
 Individuelle Faktoren (z. B. Erfahrung und Geschick des Experimentators) 
Oftmals eignen sich Medienkompositionen zwar für die Kallusinduktion, sind aber nicht zwingend für die 
anschließende Kultivierung (Erhaltung) der Kultur geeignet (Mustafa et al. 2011). Die Herausforderungen 
bestehen somit im Anschluss erfolgreicher Induktion in der Auswahl bzw. Anpassung des Wachstums-
mediums und ggf. sogar eines separaten Produktionsmediums. 
 
4.2.2 Experimentelle Vorgehensweise 
Nach der Sterilisation aller benötigten Gefäße und Gerätschaften folgen Auswahl, Mischung und Ste-
rilisierung der Medien. Je nach Pflanzenart eignen sich klassische Basismedien aus dem Phytofarming wie 
bspw. MS- oder LS-Medium (Murashige und Skoog 1962; Linsmaier und Skoog 1965; Kors und Teves 
2010). Darüber hinaus ist die Zugabe geeigneter Pflanzenhormone (Auxine und Cytokinine) im richtigen 
Verhältnis zueinander (mehr Auxin als Cytokinin (Schopfer et al. 2006)) entscheidend für den Erfolg. Bei 
heterotrophen Kulturen ist die Zugabe einer Kohlenstoff- und Energiequelle (meist das Disaccharid 
Saccharose) erforderlich. Im Falle geeigneter Medien zeigt sich üblicherweise nach 2 - 6 Wochen erster 
Kallus am Explantat (Mustafa et al. 2011). Heterotropher Kallus wird typischerweise im Dunkeln und bei 
25 - 27 °C (Roewer und Mabry 1988; Lindl und Gstraunthaler 2008; Marchev et al. 2014) kultiviert. 
Mit dem Ziel der Induktion einer Kalluskultur mit photomixotrophem Metabolismus (Kap. 4.1.3) galt es, 
die genannten Herausforderungen (Kap. 4.2.1) zu überwinden. Die photosynthetische Aktivierung erfolgte 
mit der Intention einer Erhöhung der zellulären α-Tocopherol-Ausbeute im Vergleich zu heterotrophen 
Kulturen der Sonnenblume, denn eine Verstärkung der α-Tocopherol-Synthese durch abiotische Faktoren 
wie z. B. Lichtstress ist bekannt (Maeda und DellaPenna 2007). 
Nach einer Literaturrecherche zu α-Tocopherol-Gehalten (z. B. (Caretto et al. 2004; Munné-Bosch und Falk 
2004; DellaPenna 2005; Ebermann und Elmadfa 2011)) wurden folgende vier Explantate von Helianthus 
sp. für Induktionsexperimente ausgewählt (Geipel et al. 2014b): 
 Blätter 
 Hypokotyl (unterster Abschnitt der Sprossachse vom Wurzelhals bis zu den Keimblättern) 
 Kotyledonen (Keimblätter) 
 Sprossachse 
Um diese Explantate zu erzeugen, wurden zunächst oberflächen-sterilisierte (genauer Ablauf siehe (Geipel 
et al. 2014b)) Samen von H. annuus (Sorte HEL 89; Leibniz-Institut für Pflanzengenetik und Kulturpflan-
zenforschung, Gatersleben) unter sterilen Bedingungen ausgesät. Weitere Experimentalparameter, verwen-
dete Medien sowie nachfolgende Arbeitsschritte erfolgten laut Abb. 4, Geipel et al. (2014b) und folgender 
Aufzählung: 





 Lichtintensität: 165 µmol m-2 s-1 (kontinuierlich; Explantate 5 cm unterhalb Lichtquelle: 
4 Leuchtstoffröhren Fluora® L 18 W/77, Osram GmbH, München; Bereich photosynthetisch akti-
ver Strahlung (PAR): 400 - 700 nm; Sensor zur PAR-Erfassung: Li-Cor® LI-190 Quantum 
Q 40245, LI-COR Environmental, Lincoln, Nebraska, USA) 
 Saccharosekonzentration: 3, 15 und 30 g L-1 
 
A B C       D 
 Ablaufschema zur Induktion von photomixotrophem Kallus, Durchführung aller Schritte unter sterilen 
Konditionen. A, H. annuus-Samen in MS-Agar; B, H. annuus-Keimling; C, Zugeschnittene H. annuus-
Explantate auf MS-Agar. D, Induzierter H. annuus-Kallus. (Geipel et al. 2014b). 
 
4.2.3 Resultate (Kallusinduktion und Variation der initialen Saccharosekonzentration) 
Mittels visueller Auswertung erfolgte die Beurteilung des Induktionserfolges: an Explantaten, wo sich 
(grüner) Kallus bildete, wurde die Induktion als erfolgreich eingestuft und der Kallus steril auf festes 
Pflanzenmedium transferiert, um stabiles Kalluswachstum zu erhalten. Es konnte gezeigt werden, dass der 
Erfolg zur Induktion von photomixotrophem Kallus der Sonnenblume von der Explantatart, dem Anteil an 
Pflanzenwachstumsregulatoren sowie der einwirkenden Lichtintensität abhängt. In Tab. 2 sind alle 
untersuchten Einflussfaktoren zusammengefasst. 
 
Tab. 2 Untersuchte Faktoren mit potentiellem Einfluss auf den Induktionserfolg zur Erzeugung von photo-
mixotrophem H. annuus-Kallus, am besten geeignete Faktoren fett gedruckt. (Geipel et al. 2014b). 
Explantat Medienbe-zeichnung* 
Pflanzenhormon (mg L-1)** 





MS1 - 0,50 - 0,50 Greco et al. (1984) 
75 
165 





MS3 0,04 - 0,02 - 
Modifiziert nach 
Greco et al. (1984) 
75 
165 
* Alle MS-Medien zur Kallusinduktion enthielten initial 30 g L-1 Saccharose sowie 7 g L-1 Phytoagar. 
** 2,4-D: 2,4-Dichlorphenoxyessigsäure (Auxin; gelöst in 96 % Ethanol); 6-BAP: 6-Benzylaminopurin (Cytokinin; gelöst 
in 1 normalem KOH), Kin: Kinetin (Cytokinin; gelöst in 1 normalem KOH), NAA: 1-Naphthylessigsäure (Auxin; gelöst 
in 1 normalem KOH). 
*** Die Wahl der Lichtintensitäten erfolgte unabhängig von den genannten Referenzen. 
 
Die Medien MS2 und MS3 sind, unabhängig vom Explantat sowie der eingewirkten Lichtintensität nicht 
zur Kallusinduktion an o. g. Pflanzenexplantaten geeignet: an keinem Explantat konnte Kalluswachstum 
beobachtet werden. Der einzige Unterschied zwischen diesen Medien besteht in der Komposition aus 
Pflanzenwachstumsregulatoren der Auxin- bzw. Cytokiningruppe. Ursächlich für den unterschiedlichen 





Induktionserfolg ist offenbar der in MS2 und MS3 enthaltene, zu geringe Anteil an Auxin. Für eine er-
folgreiche Induktion von pflanzlichem Kallus wird i. d. R. ein, dem Cytokinin- identischer oder höherer 
Auxinspiegel von den Zellen benötigt. Zu einem vergleichbaren Ergebnis kommen auch Schopfer at al. 
(2006) und Smetanska (2008). Demgegenüber war die Erzeugung von photomixotrophem Sonnenblumen-
kallus auf MS1 – also unter Einwirkung von je 0,5 mg L-1 der Pflanzenhormone 6-BAP und NAA – 
erfolgreich. 
Wird die Eignung des Explantates für eine erfolgreiche Kallusinduktion betrachtet, so ist zu resümieren, 
dass Sprossachse vor Blättern, Keimblättern und Hypokotyl zur Erzeugung von photomixotrophem Son-
nenblumenkallus geeignet ist. Für weitere Untersuchungen wurde daher lediglich der Kallus aus Explan-
taten der Sprossachse verwendet. Die beobachteten Abweichungen zu Literaturangaben, wonach neben 
jungen Blättern Keimlinge und Knospen als besonders geeignet zur Kallusinduktion beschrieben werden 
(Mustafa et al. 2011), können aus spezies- oder sorten-spezifischen Abweichungen resultieren. 
Von den beiden untersuchten Lichtintensitäten wurde die höhere (165 µmol m-2 s-1) als am besten geeignet 
für die Induktion von grünem Kallus ermittelt; bei geringerer Intensität (75 µmol m-2 s-1) bildete sich 
weniger Kallus (ohne quantitative Auswertung). Caretto et al. (2010) wählten Hypokotyl von Sonnen-
blumen als Startgewebe und induzierten eine photomixotrophe Kalluskultur mit MS1 bei leicht reduzierter 
Lichtintensität (125 µmol m-2 s-1). 
Es ist bekannt, dass eine gesteigerte Photosyntheseleistung von photosynthetisch aktiven Zellkulturen bei 
gleichzeitig reduziertem Zuckergehalt im Medium eine Erhöhung des Chlorophyllanteils und damit eine 
Steigerung der Tocopherol-Biosyntheseleistung zur Folge hat (Fachechi et al. 2007). Basierend auf diesem 
Wissen wurde die initiale Saccharose ausgehend von der Standardkonzentration 30 g L-1 (Pavlov et al. 
2005; Haas 2014) reduziert. Auf MS1 mit dem geringsten Saccharosegehalt (3 g L-1) konnte kein Kallus-
wachstum beobachtet werden. Die halbierte Zuckerkonzentration (15 g L-1) resultierte dagegen in hohen, 
nicht aber höheren Wachstumsraten als bei 30 g L-1 (siehe Fig. 2 in (Geipel et al. 2014b)). Der induzierte 
Kallus wurde anschließend erfolgreich auf festem MS1 mit 30 bzw. 15 g L-1 subkultiviert; bei 3 g L-1 war 
die Subkultur wenig erfolgreich. Perspektivisch sollte die Induktion einer ausschließlich phototrophen in-
vitro-Kultur der Sonnenblume in Erwägung gezogen werden. 
H. annuus ist demnach eine geeignete Pflanzenspezies zur Etablierung einer photomixotrophen Pflanzen-
zellkultur, welche α-Tocopherol als wertvolles Additiv für die pharmazeutische und Lebensmittelindustrie 
produziert. Im Rahmen der vorliegenden Arbeit konnte die Etablierung einer stabil wachsenden 
photomixotrophen Kalluskultur gezeigt werden. Die gewählten Parameter (Tab. 2) ermöglichen eine 
schnelle Kallusinduktion innerhalb weniger Wochen. 
 
4.3 Erzeugung von Suspensionskulturen 
4.3.1 Herausforderungen 
Nach erfolgreicher Induktion einer stabilen Kalluskultur (Emerskultur) können Suspensionskulturen 
(Submerskultur) i. d. R. ohne große Hürden erzeugt werden. Dazu wird vitaler Kallus unter sterilen Be-
dingungen in flüssiges Pflanzenmedium überführt (Mustafa et al. 2011) und durch leichtes Schütteln im 
Medium verteilt. Pflanzliche Suspensionskulturen werden üblicherweise bei gleichen Parametern wie die 
Kalluskultur sowie geringen Schüttelfrequenzen von 100 - 150 U min-1 kultiviert (Roewer und Mabry 
1988; Raval et al. 2003; Georgiev et al. 2006; Kümmritz et al. 2014). Die Herausforderungen für die erfolg-
reiche Erzeugung einer pflanzlichen Suspensionskultur sind im Wesentlichen zu denen der Kallusinduktion 
(Kap. 4.2.1) analog: 
 






 Wahl des geeigneten Induktionsmediums 
 Wahl des geeigneten Erhaltungsmediums (Basismedium plus Medienzusätze in geeigneten Kon-
zentrationen), Zusammensetzung und Verhältnis an Pflanzenwachstumsregulatoren 
 Inkubationsparameter (z. B. Temperatur, Schüttelfrequenz, Lichtverhältnisse) 
 Individuelle Faktoren (z. B. Erfahrung und Geschick des Experimentators) 
Die Explantatwahl entfällt bei der Suspensionserzeugung, da ein über mehrere Subkultivierungszyklen 
stabil wachsender Kallus i. d. R. unabhängig vom Ursprungsexplantat auch in Suspension wächst. Weitere 
Hürden auf dem Weg zu einer nachhaltig industriell-nutzbaren, pflanzlichen in-vitro-Kultur sind z. B.: 
 Erzeugung einer homogenen Suspension mit fein-verteilten zellulären Feststoffanteilen (Ver-
kleinerung oder Verhinderung von Zellagglomeraten) 
 Erhöhung der Stressresistenz der Zellkulturen gegenüber dem Bioreaktorsystem bzw. dem er-
forderlichen Energieeintrag, da eine Anpassung des (industriellen) Reaktorsystems oft nicht 
möglich bzw. mit hohem Kostenaufwand verbunden ist 
 Maßstabsvergrößerung bei gleichbleibender Produktausbeute 
 
4.3.2 Experimentelle Vorgehensweise 
Der erzeugte photomixotrophe Kallus aus H. annuus (Kap. 4.2.2) wurde zur Erzeugung einer Suspensions-
kultur in Flüssigmedium überführt. Dazu wurden in Mehrfachbestimmung je etwa 2 g Frischbiomasse 
(grüner und leicht bröckliger Kallus) in Schüttelkolben mit 20 % (V/V) flüssigem Medium (MS1, Tab. 2) 
transferiert. Weitere wichtige Kultivierungsparameter waren z. B.: 
 Lichtintensität: 75 µmol m-2 s-1 (kontinuierlich; Kultur 20 cm unterhalb Lichtquelle: 
4 Leuchtstoffröhren Fluora® L 18 W/77, Osram GmbH, München; PAR-Bereich: 400 - 700 nm; 
Sensor zur PAR-Erfassung: Li-Cor® LI-190 Quantum Q 40245, LI-COR Environmental, Lincoln, 
Nebraska, USA) 
 Saccharosekonzentration: 15 und 30 g L-1 
Da im Rahmen der Kallusinduktion die Medien MS2 und MS3 (Tab. 2) bereits als ungeeignet ausgeschlos-
sen werden konnten, wurde auf eine erneute Testung selbiger bei der Induktion und Erhaltung von 
Suspensionskulturen verzichtet. Weil eine gesteigerte Photosyntheseleistung von Zellkulturen bei redu-
ziertem Zuckergehalt im Medium in einer Erhöhung von Chlorophyll- und Tocopherol-Anteil resultiert 
(Fachechi et al. 2007), wurden die Erzeugung und Charakterisierung der Sonnenblumensuspensionskultur 
auch bei halbierter Saccharosekonzentration (15 g L-1) untersucht. Diese halbierte Konzentration resultierte 
bereits im Kallusstadium in gutem Wachstum (Kap. 4.2.3 und Fig. 2 in (Geipel et al. 2014b)). Sowohl bei 
Standard- (30 g L-1) als auch bei halbierter Saccharosekonzentration (15 g L-1) konnte jeweils eine stabil 










4.3.3 Resultate (Aggregationsneigung, Biomassewachstum und Produktbildung) 
Aggregationsneigung 
Anfangs waren die Pflanzenzellen gleichmäßig und homogen im Flüssigmedium verteilt (Abb. 4A) und die 
Zellsuspension enthielt vereinzelte Zellen und wenige kleine Zellaggregate. Die Aggregate vergrößerten 
sich mit der Kultivierungszeit (Abb. 4B-C), und die Bildung neuer Aggregate resultierend aus neu 
entstandenen Zellen wurde beobachtet. Das führte zu einem nicht unerheblichen Anstieg an Hetero-
genitäten, ein bekanntes Problem bei der Kultvierung pflanzlicher in-vitro-Systeme (Endress 1994). Regel-
mäßige Separation kleiner von großen Aggregaten (z. B. mittels Filtration) vor einer erneuten Sub-
kultivierung der kleinen Aggregate (bevorzugt vereinzelte, isolierte Zellen) kann eine Option sein, diesem 
Problem beizukommen (Hulst et al. 1989; Mustafa et al. 2011) und wurde im Rahmen der vorliegenden 
Arbeit getestet (hier nicht gezeigt) – allerdings ohne signifikante Erfolge (Mahler 2012). 
 
A B C 
 Zellaggregate in photomixotrophen H. annuus-Suspensionskulturen im Kultivierungsverlauf; Fotogra-
fien. A, Direkt nach dem Transfer von Kallus- in Suspensionskultur; B, Nach 2 Wochen in Suspen-
sionskultur (= Ende 1. Subkultivierungszyklus); C, Nach 6 Wochen in Suspensionskultur (= Ende 3. 
Subkultivierungszyklus). Bildaufnahme erfolgte von unterhalb der Schüttelkolben. 
 
Biomassewachstum 
Vergleichend zu den neu induzierten photomixotrophen Suspensionskulturen von H. annuus (HApm30, 
HApm15; Kap. 4.2) kam eine heterotrophe Suspensionskultur (HAh) zum Einsatz, welche zuvor bereits 
charakterisiert wurde (Geipel et al. 2013). Um einen potenziellen Effekt einer photo-induzierten Steigerung 
der α-Tocopherol-Produktivität allein während der Phase der Induktion zu untersuchen, wurde eine photo-
mixotroph-induzierte Kultur direkt nach der Induktion im Dunklen mit einer initialen Saccharose-
konzentration von 30 g L-1 im Medium (MS1) kultiviert (HApm30D). Folgende Abbildung (Abb. 6) zeigt den 
BTM-Differenzzuwachs für die untersuchten Sonnenblumensuspensionen. Der BTM-Differenzzuwachs ist 
definiert als Verhältnis der Differenz der Biotrockenmassekonzentration (x(t)) abzüglich der 
Anfangsbiotrockenmassekonzentration (x0) zu x0 (Gl. (IV)). Dieser Parameter wurde für eine bessere 
Vergleichbarkeit des Wachstums verschiedener Kulturen und Kulturtypen mit unterschiedlichen initialen 
BTM eingeführt und ist einheitenlos. 
 









  (IV) 
 
 BTM-Differenzzuwachs und intrazellulärer α-Tocopherol-Gehalt von H. annuus-Suspensionskulturen. 
Kultivierungsbedingungen: RAMOS®, Orbitalschüttler, n = 110 U min-1, d = 50 mm, 26 °C, 
Vt = 250 mL, VL = 50 mL, Medium: MS1 für HApm30 und HApm30D, LS für HAh mit je 30 g L-1 Sac-
charose, pH 5,7; Licht: 125 µmol m-2 s-1 für HApm30 und dunkel für HApm30D und HAh; Belüftung mit 
Umgebungsluft; 10 mL min-1 Belüftungsrate; 40 min Messphase, 50 min Spülphase. Gesamtkulti-
vierungsdauer: 11 Tage HAh, 13 Tage HApm30, 18 Tage HApm30D. (Geipel et al. 2014b). 
 
Im Vergleich zur heterotrophen Kultur zeigen die beiden photomixotroph-induzierten Kulturen stark ver-
ringertes Wachstum (Abb. 6). Nichtsdestotrotz zeigt die HApm30D-Kultur eine nahezu zweifache und die 
HApm30-Kultur eine mehr als dreifache Zunahme der BTM bis zum Tag 10 der Kultivierung. Im gleichen 
Zeitraum zeigt die heterotrophe Kultur eine gut 27-fache Zunahme der BTM. Die Basis der photosyn-
thetisch aktiven Kulturen (HApm30, HApm30D) ist eine erst sehr junge Zelllinie (nur wenige Subkulti-
vierungszyklen), wohingegen die heterotrophe Kultur (HAh) bereits seit vielen Jahren kultiviert wird. Die 
Ursache für die BTM-Unterschiede könnte zudem in einer stark abweichenden Kohlenstoffversorgung der 
photosynthetisch aktiven (HApm30, HApm30D) im Vergleich zu den heterotrophen Zellen (HAh) liegen. Die 
Mechanismen photomixotrophen Wachstums sind bisher erst in Ansätzen geklärt; eine Kopplung oder 
Entkopplung des photosynthetischen vom heterotrophen Wachstum und resultierende Effekte können hier 
nicht abschließend geklärt werden. Es gilt zu klären, inwiefern sich die Produktbildungsraten beider Kul-
turen unterscheiden und ob Defizite im Wachstum beispielsweise durch höhere Produktausbeuten 
ausgeglichen werden könnten. 
Eine weitere potentielle Erklärung für die großen Unterschiede im Wachstumsverhalten ist die Verwendung 
verschiedener Basismedien LS bzw. MS für heterotrophe bzw. photomixotrophe Suspensionskulturen. Die 
Ionen und Ionenkonzentrationen beider Medien sind identisch, aber die Vitamingehalte und 
Hormonzusammensetzungen unterscheiden sich leicht (Murashige und Skoog 1962; Linsmaier und Skoog 





1965; Kors und Teves 2010). Die heterotrophe Kultur wuchs im Medium mit etwas höherem Vitamingehalt 
(LS). Dennoch scheint eine vitamin-spezifische Inhibierung des Wachstums der photomixotrophen 
Kulturen – aufgrund der sehr geringen Unterschiede im Vitamingehalt – wenig wahrscheinlich. Vielmehr 
sollten Unterschiede in der Pflanzenhormonkomposition als ursächlich in Betracht gezogen werden. Das 
hier für die heterotrophe Kultur (HAh) verwendete LS enthält lediglich einen kleinen Anteil am Auxin-
Analogon 2,4-D, wohingegen MS1, verwendet für die zwei photomixotroph-induzierten Kulturen (HApm30, 
HApm30D) mehr als den doppelten Anteil am Auxin NAA und zusätzlich die gleiche Menge des Cytokinins 
6-BAP beinhaltet. 
Produktbildung 
Bei den α-Tocopherol-Gehalten, jeweils bezogen auf die ermittelte BTM, aller drei Kulturen (Abb. 6) zeigt 
sich, dass die HApm30D-Kultur nahezu kein α-Tocopherol gebildet hat. Aufgrund der fehlenden phototrophen 
Stimulation sind neu gebildete Zellen in dieser Kultur nicht grün pigmentiert und vermutlich deshalb ist 
der α-Tocopherol-Gehalt deutlich reduziert (Caretto et al. 2004; Fachechi et al. 2007). Darüber hinaus 
könnten die Pflanzenzellen wegen ihres komplexen Stoffwechsels eine vollständige Anpassung an die 
Dunkelheit noch nicht erreicht haben. Die α-Tocopherol-Gehalte der HAh- und HApm30-Kulturen sind 
unterschiedlich, bleiben jedoch über den Kultivierungszeitraum jeweils nahezu konstant. Durchschnittlich 
enthalten die heterotrophen Zellen 15 µg α-Tocopherol g-1 BTM, wohingegen die HApm30-Kultur im Mittel 
40 µg α-Tocopherol g-1 BTM aufweist. Zusammenfassend lässt sich also feststellen, dass durch die 
Photomixotrophie der HApm30-Kultur ein vorzeigbarer Anstieg (Verdreifachung) im α-Tocopherol-Gehalt 
bezogen auf die BTM im Vergleich zur HAh-Kultur erreicht werden konnte. Diese Beobachtung beruht auf 
der photoaktiven Stimulation der α-Tocopherol-Biosynthese (Kap. 4.1.2 und (Caretto et al. 2010)) und 
entsprach den Erwartungen. 
Gemäß Studien von Caretto et al. (2004) produzieren Hypokotyle der Sonnenblume 11 µg α-Tocopherol 
g-1 Biofeuchtmasse, Sprossachsen 7 µg α-Tocopherol g-1 Biofeuchtmasse und Blätter 18 µg α-Tocopherol 
g-1 Biofeuchtmasse. Bei einem Feuchtegehalt der Biomasse von 90 % resultieren aus den Daten 110 µg, 
70 µg sowie 180 µg α-Tocopherol g-1 BTM (1 g Ölsamen kultivierter Sonnenblumen enthalten ca. 600 µg 
α-Tocopherol (Velasco et al. 2004)). Obwohl pflanzliche in-vitro-Kulturen der Sonnenblume α-Tocopherol 
produzieren, liegen die erzielten Konzentrationen unter denen in Ganzpflanzengeweben. Durch gezielte 
Prozessverbesserung ist mit einer Steigerung der Raum-Zeit-Ausbeute bei biotechnologischen Verfahren 
zu rechnen. 
Zusammenfassung 
Photomixotrophe Suspensionskulturen wurden mit dem Ziel einer Erhöhung der α-Tocopherol-Synthese-
rate induziert und etabliert. Mit heterotrophen und photomixotrophen Kulturen wurden Zusammenhänge 
zwischen Wachstum und Produktbildung untersucht. Im Vergleich zu einer heterotrophen Sonnen-
blumensuspension, wuchs die photomixotrophe Kultur langsamer, synthetisierte aber erwartungsgemäß 
mehr α-Tocopherol g-1 BTM (Geipel et al. 2014b). Um Einflüsse unterschiedlicher Medienzusammen-
setzungen (insbesondere in Bezug auf Hormonbeigaben) auf Wachstum und Produktbildung bei hete-
rotrophen im Vergleich zu photosynthetisch aktiven Kulturen auszuschließen, sollten zukünftig Experi-
mente mit vollkommen identischen Medien durchgeführt werden. Eine potentielle Erhöhung der Ausbeuten 











4.4 Fazit und Perspektiven 
Zusammenfassung 
Pflanzliche Zellkulturen lassen sich mit unterschiedlichem Aufwand aus verschiedenen Spezies und Ex-
plantaten unter Zuhilfenahme unterschiedlicher Medien bzw. Medienbestandteile der Pflanzenbiotech-
nologie induzieren. H. annuus ist eine geeignete Pflanzenspezies zur Etablierung einer photomixotrophen 
Pflanzenzellkultur, welche α-Tocopherol als wertvolles Additiv produziert. In der vorliegenden Arbeit ist 
die Induktion einer stabil wachsenden photomixotrophen Kalluskultur aus Explantaten der Sprossachse von 
H. annuus innerhalb weniger Wochen gelungen. Aus dem Kallus konnte zudem eine stabil wachsende 
Suspensionskultur induziert werden. Geeignete Protokolle zur Kulturinduktion und -erhaltung wurden 
erarbeitet, etabliert und veröffentlicht (Geipel et al. 2014b). 
Die durch photomixotrophe Kultivierung erreichten α-Tocopherol-Gehalte ähneln publizierten Gehalten 
aus anderen in-vitro-Kulturen von Sonnenblume (Caretto et al. 2004) und Distel (Carthamus tinctorius; 
(Furuya et al. 1987)). Generell zeigen die Literaturdaten aber, dass untersuchte Pflanzenexplantate stark in 
ihren Tocopherol-Gehalten variieren (Gala et al. 2005). Die Gewinnung von Metaboliten mittels in-vitro-
Techniken resultiert jedoch das ganze Jahr über in Produkten konstanter Qualität und Quantität mit geringen 
Platzanforderungen, ohne Zugabe von Pestiziden, Fungiziden etc. und unbeeinflusst von biotischen sowie 
abiotischen Umweltfaktoren, und damit bei geringen Kosten (Kap. 2.3). Allein diese Vorteile wiegen 
aktuelle, geringfügig kleinere BTM-bezogene Ausbeuten auf. Außerdem können bestehende Differenzen 
in der Produktivität zwischen Ganzpflanzen- und in-vitro-Kulturen mittels gezielter Bioprozesstechnik und 
Prozessverbesserung (Kap. 3, 5, 6) i. d. R. überwunden werden. 
Eine Abhängigkeit des photosynthetischen Potenzials pflanzlicher in-vitro-Kulturen von Lichteinwirkung 
und der initialen Saccharosekonzentration ist bekannt (Groß et al. 1993; Nagatome et al. 2000). Zudem 
erhöht eine reduzierte Saccharosekonzentration die Chlorophyllbildung- und damit auch die Photosynthe-
serate (Hüsemann und Barz 1977). Die gezielte Zufuhr von Kohlenstoff mittels Belüftung der Kultur mit 
CO2 kann zu einer weiteren Verbesserung des photosynthetisch aktiven Wachstums führen (Dilorio et al. 
1992). Mit den erzeugten photomixotrophen Suspensionskulturen wurden erste Studien (hier nicht gezeigt) 
durchgeführt, um eine Steigerung der Wachstumsleistung durch die gezielte Erhöhung des CO2-Gehalts in 
der Zuluft zu untersuchen. Die These, wonach geringe Erhöhungen der CO2-Konzentration in der Zuluft 
für eine 10 - 15 %-ige Biomassezunahme bei Ganzpflanzen der Sonnenblume sorgen (de la Mata et al. 
2012), konnte für Zellkulturen jedoch nicht bestätigt werden (Kühne 2014; Lumani 2014). 
Ausblick 
Zur Realisierung eines nachhaltigen wirtschaftlichen Prozesses sind vor der Übertragung eines biologi-
schen Systems in einen größeren Maßstab immer Analysen bzgl. Wirkstoffkonzentrationen aber auch 
Wachstumseigenschaften und Nährstoffverbräuchen sowie die für die genannten Parameter geltenden 
Abhängigkeiten (z. B. von Medienzusätzen, Kultivierungsbedingungen etc.) erforderlich. Je nach Pro-
duktivitäten sowie Anforderungen an die Kultur bzw. bereits vorhandene Kultivierungssysteme/-zubehör 
(z. B. Bioreaktoren, Kap. 5) sind Zell- (Suspensionen) oder Gewebekulturen (Hairy roots) der Vorzug zu 
geben. Letztere sind wegen ihrer höheren Scherempfindlichkeit für viele gängige Reaktorsysteme (z. B. 
Rührreaktor) wenig geeignet. Innovationen und Anpassungen der technischen Gegebenheiten oder Modi-
fikationen der Scherempfindlichkeit der biologischen Systeme (z. B. durch Vereinzelung zellulärer Ag-
gregate in Suspensionen) können zukünftig Abhilfe schaffen. 
Eine Verbesserung der α-Tocopherol-Bildungsrate unter Verwendung von Biosynthesevorstufen sollte 
verifiziert werden. Es ist bekannt, dass bestimmte Vorstufen Gene, welche in die Tocopherol-Biosynthese 
involviert sind, positiv beeinflussen können (Creelman und Mullet 1997; Sandorf und Holländer-Czytko 
2002). Ferner wird grundlegendes Wissen über die Zusammenhänge zwischen der Lichtintensität und dem 





Wachstum sowie der Tocopherol-Produktion während ausschließlich photoautotrophem Metabolismus von 
Sonnenblumensuspensionskulturen dringend benötigt. Auf diese Weise ließen sich die Kenntnisse von 
Parametern wie Photoinhibierungs-, Photosättigungs- oder Photokompensationspunkt gezielt zur weiteren 
Verbesserung von Wachstum und Produktbildung einsetzen (Socher et al. 2014). Biomasse- und α-
Tocopherol-Synthese könnten über eine zielgerichtete Anpassung der Kulturbedingungen (z. B. 
Lichtbedingungen/-intensität, Lichtspektrum, Bioreaktorsystem, Reaktordesign) gesteigert werden. Be-
züglich der Optimierung des Reaktorsystems konnte bspw. eine Produktsteigerung in einer heterotrophen 
Suspension von H. annuus beobachtet werden: im Vergleich zu hier gezeigten Daten in Schüttelkolben 
konnten Haas et al. verbesserte Produktivitäten in einem gerührten System erzielen (2008). Außerdem kann 
Kulturhomogenität das Wachstum und die Produktionsrate erhöhen (Endress 1994). 
Im Rahmen zukünftiger Studien könnte zudem die Belüftung der Zellen mit höherem CO2-Anteil mit und 
ohne gleichzeitige Bereitstellung von, im Medium gelösten Ein- oder Zweifachzuckern untersucht werden, 
mit dem Ziel, ausschließlich phototrophen Metabolismus zu stimulieren. Somit würden die Zellen 
gezwungen, Energie und Kohlenstoff durch Photosynthese zu generieren und dadurch vermutlich eine 
weitere Verbesserung ihrer Photosyntheseaktivität zu erreichen, was idealerweise zu einer gesteigerten α-
Tocopherol-Produktivität führen würde. 
 
  











5. Kultivierungssysteme – Adaptionen aus der klassischen Biotechnologie 
5.1 Definitionen 
Ein Bioreaktor ist definiert als ein abgegrenzter Reaktionsraum, in welchem bioaktive Komponenten 
(Biokatalysatoren wie z. B. Enzyme, Mikroorganismen, pflanzliche Zellen oder -verbände) eine Um-
wandlung von Edukten zu Produkten katalysieren. Das Volumen eines Bioreaktors kann von wenigen 
Mikrolitern bis hin zu einigen Kubikmetern reichen; bei technischen Systemen in Abhängigkeit von An-
wendungsspektrum und Wertschöpfungspotenzial der Synthese. Der kleinste Bioreaktor ist die lebende 
Zelle als die kleinste Einheit des Lebens. Die Funktionalität jedes Bioreaktors ist bedingt durch Inter-
aktionen mit der Umgebung wie z. B. erforderliche Wärme- oder Stofftransfers (Chmiel 2006). Klassische 
technische Bioreaktoren müssen – abhängig vom Einsatzgebiet – eine ganze Reihe von Funktionen erfüllen: 
 Abgrenzung des Reaktionsraumes 
 Homogenisierung/Durchmischung 
 Gasaustausch (kLa-Wert, Kap. 5.2: ´Gastransfer und Evaporation`) 
 Energieeintrag, ideales Maß an hydromechanischem Stress/Scherstress 
 Nährstoffversorgung 
 Schnelle und einfache Bereitstellung von Biomasse, optimale Produktbildung 
 Einfache Probenahme und/oder online-Monitoring, z. B. zur Erfüllung von GMP-Richtlinien 
 Optionen für Maßstabsvergrößerung, ggf. Optionen für Maßstabsverkleinerung 
 Ggf. Sterilisierbarkeit 
 Ggf. Parallelisierung 
 
5.2 Geschüttelte Systeme: Erlenmeyer-Kolben 
5.2.1 Merkmale, Funktionen 
Trotz seiner langen Geschichte, hat der Schüttelkolben bis heute nicht an Potenzial, Funktionalität und 
Bedeutung eingebüßt. Im Jahr 1860 entwickelte der deutsche Chemiker Emil Erlenmeyer dieses vielseitige 
Reaktionsgefäß, welches ihm zu Ehren als Erlenmeyer-Kolben bezeichnet (Krätz 1972) und bis heute als 
Standardinstrument in allen Forschungs- und Entwicklungsabteilungen mit biologischem, biotech-
nologischem und chemischen Bezug eingesetzt wird. 
 





   
A B C 
 Erlenmeyer-Kolben, Fotografien. Verschiedene Kolbenformen und Typen von Sterilbarrieren: A, 
Weithalskolben (Glas) mit Papierstopfen; B, Enghalskolben (Glas) mit Wattestopfen; C, Einweg-Weit-
halskolben (Kunststoff) mit Schraubkappe und Membran. (Winkler und Socher 2014). 
 
Welche Eigenschaften prädestinieren seit Jahrhunderten den Erlenmeyer-Kolben als einen idealen Bio-
reaktor? Es können zahlreiche Vorteile bei der Anwendung von Schüttelkolben in den Lebenswissen-
schaften und konkret in der Biotechnologie aufgelistet werden (Winkler und Socher 2014): 
 Erfüllung aller Aufgaben eines Bioreaktors (Kap. 5.1) 
 Sterilisierbarkeit 
 Einfaches Handling 
 Miniaturisierbarkeit 
 Parallelisierbarkeit 
 Schnelle und einfache Bereitstellung von Biomasse 
 Einfache Probenahme 
 Geringer Scherstress 
 Geringer Preis 
 Optionen für Maßstabsvergrößerung, Skalierbarkeit 
 
5.2.2 Ausgewählte kultivierungsrelevante Parameter 
Schüttelfrequenz und Schütteldurchmesser 
Optimale Schüttelparameter müssen für jedes System individuell ermittelt werden, denn sie hängen stark 
vom Ziel der Kultivierung, der Form und Physiologie der verwendeten Zellen (z. B. Einzelzellen, Pro-
toplasten, Filamente), dem verwendeten Schüttlersystem und weiteren Faktoren (z. B. Auslenkung bzw. 
Schütteldurchmesser) ab. Zwei Extrembeispiele sind eine anaerobe Kultur von Lactobacillus sp. ohne 
Sauerstoffbedarf und eine aerobe Kultur von Saccharomyces sp. mit einem sehr hohen Sauerstoffbedarf. 
Während die erst-genannte Kultur unter Stickstoffatmosphäre und bei sehr geringen Schüttelfrequenzen 
(< 100 U min-1) wächst, zeichnet sich die Bäckerhefe Saccharomyces durch einen sehr hohen Bedarf an O2 
aus. Durch Schütteln bei hohen und sehr hohen Frequenzen wird O2 eingetragen, bei gleichzeitigem Austrag 
von CO2 zur Verhinderung von fermentativem Stoffwechsel. 





Generell wird empfohlen, die Schüttelfrequenz (n) mit zunehmendem O2-Bedarf zu erhöhen, denn die 
Frequenz wirkt sich direkt und signifikant auf die Turbulenzausbildung in der Suspension sowie an der 
Gas-Flüssig-Phasengrenze aus. Zur Orientierung ist eine Auswahl empfohlener n für ausgewählte Zell-
kulturen aufgelistet (Suresh et al. 2009): 
 Hefen: ≥ 200 U min-1 (Stöckmann et al. 2003; Kottmeier et al. 2009; Urit et al. 2013) 
 Bakterien: ≥ 250 U min-1 (Danielson et al. 2004; Seletzky et al. 2007) 
 Pflanzenzellen: 100 - 120 U min-1 (Roewer und Mabry 1988; Kümmritz et al. 2014) 
Zusätzlich darf der Einfluss der Auslenkung bzw. des Durchmessers der Schüttelbewegung (Schüttel-
durchmesser d) nicht unterschätzt werden. Um Reproduzierbarkeit zu gewährleisten, sollte in Veröffent-
lichungen neben n immer auch d als ´zurückgelegter Weg während einer Schüttelbewegung` angeben 
werden. Beide Parameter in Kombination haben essentiellen Einfluss auf Turbulenzen in der Flüssigphase 
und bestimmen somit signifikant den Gaseintrag und die Homogenisierung im orbital geschüttelten System. 
Der tatsächliche O2-Bedarf (heterotropher) pflanzlicher Zell- und Gewebekulturen wurde bisher – im 
Vergleich zu mikrobiellen Systemen – recht lückenhaft untersucht und publiziert. Laut Taticek (1991) liegt 
der Bedarf an diesem Nährstoff, im Falle von heterotrophem Metabolismus mit 1,0 - 3,5 mmol L-1 h-1 bzw. 
0,2 - 0,6 mmol g-1BTM h-1 deutlich unter dem O2-Verbrauch Hefe- (9 - 15 mmol L-1 h-1) oder mikrobieller 
Kulturen (5 - 90 mmol L-1 h-1). Die signifikanten Unterschiede in Größe und Komplexität mit 
einhergehenden unterschiedlichen Wachstumsraten beider biologischer Systeme (Tab. 1) verifizieren die 
genannten Unterschiede in den O2-Verbräuchen. Da die Schüttelparameter n und d abhängig vom O2-
Bedarf der Zellen sind, lässt sich ableiten, dass (heterotrophe) pflanzliche Zell- und Gewebekulturen 
geringere Schüttelfrequenzen als mikrobielle Systeme benötigen. Zudem spricht die höhere 
Scherempfindlichkeit Erstgenannter (Tab. 1) für die Notwendigkeit der Kultivierung bei reduzierten n. 
Gastransfer und Evaporation 
Der als kLa-Wert bezeichnete Sauerstofftransport- oder -übergangskoeffizient ist ein Maß für die Intensität 
des Sauerstofftransfers über Phasengrenzen und gilt als ein wichtiger Kennwert für die Maßstabsüber-
tragung in der Biotechnologie. Für große kLa-Werte ist die O2-Konzentration der Flüssigphase hoch genug, 
um den O2-Bedarf der zu kultivierenden Zellen zu decken. Kleine kLa-Werte können hingegen, je nach O2-
Bedarf der Kultur, zu Limitationen führen. Der kLa-Wert hängt von der Temperatur, Viskosität und 
Beschaffenheit des Mediums sowie den Strömungsverhältnissen im System ab (Chmiel 2006). In 
Schüttelkolben liegt der kLa für scher-unempfindliche Zellen – damit sind Pflanzenzellen i. d. R. ausge-
schlossen – üblicherweise bei maximal 50 h-1. Verglichen mit einem Wert von bis zu 900 h-1 in Rührre-
aktoren (Doran 2013) wird deutlich, dass der Gaseintrag (meist O2) in Suspensionen bei geschüttelten 
Systemen stets der Gefahr von Limitationen ausgesetzt ist. Der Eintrag von Gas in ein geschütteltes Fluid 
hängt maßgeblich von der Größe der Gas-Flüssig-Phasengrenzfläche sowie Turbulenzen im System ab 
(Winkler und Socher 2014). Der Einfluss von Kolbenform (Halsweite) oder Material der Sterilbarriere ist 
dabei eher gering. Dennoch ist eine Untersuchung beider Faktoren sinnvoll, jedoch nicht im Zusammen-
hang mit dem Gaseintrag, sondern in Bezug auf die Verdunstung (Evaporation) aus der Flüssigphase. So 
ist es naheliegend, dass Schüttelkolben mit einem weiten Hals (z. B. Abb. 7A) aufgrund der größeren 
Öffnung mehr Flüssigkeit aus dem `Reaktorsystem Schüttelkolben´ evaporieren lassen; im Gegensatz zu 
Kolben mit engerem Hals (z. B. Abb. 7B). Auch lässt sich eine Abhängigkeit der Evaporationsmenge aus 
einer geschüttelten Flüssigkeit vom Material der Sterilbarriere (z. B. Watte oder Papier) ableiten. Wie 
nachfolgend erläutert (Kap. 6.2.2), leitet sich die Wichtigkeit über die genaue Kenntnis von Kolbentyp und 
Art der Sterilbarriere aus der Kombination von langer Kultivierungsdauer und inkrementeller Verdunstung 
aus dem Bioreaktor ab. 





Grundlegende theoretische Betrachtungen sowie Berechnungsoptionen bzgl. Gastransfer und Luftzufuhr 
(z. B. Dünnfilm- (Gaden 1959) oder Zweifilmtheorie und Sauerstoffübergangskoeffizient (Van Suijdam et 
al. 1978)) in geschüttelten Systemen können in einschlägiger Literatur (Chmiel 2006; Hass und Pörtner 
2009) ausführlich oder zusammengefasst (Winkler und Socher 2014) nachgelesen werden. 
 
5.2.3 Nachteile 
Der Anwender stößt bei geschüttelten Systemen i. d. R. an Grenzen, welche nach heutigem Stand der 
Technik nur teilweise oder gar nicht überwunden werden können. Die folgende Auflistung gibt einen 
Überblick über Herausforderungen beim Einsatz von Schüttelkolben: 
 Gastransferlimitationen 
 Out-of-phase-Phänomen 
 Scherstress bei hohen n oder d 
 pH-Effekte 
 Schwierigkeiten bei der Realisierung von Fed-batch-Betrieb 
 Limitationen der Maßstabsübertragung beim Transfer auf Bioreaktorsysteme mit anderen Energie-
eintragsformen 
 Fehlende Kontroll- bzw. Regulationsmechanismen 
Für viele dieser Nachteile zeigt der Enzyklopädiebeitrag von Winkler und Socher (2014) unter der Rubrik 
„Innovative Concepts in Shake Flask Technology“ Lösungsansätze auf und bietet eine Übersicht über 
aktuelle, am Markt etablierte sowie innovative Lösungen. Eigene Resultate der Untersuchungen von 
H. annuus-Kulturen in Schüttelkolben sind im Kapitel 6 zusammengefasst. 
 
5.3 Maßstabsvergrößerung in der Pflanzenbiotechnologie 
Wichtig für eine wirtschaftlich erfolgreiche, industrielle Kultivierung von Pflanzenzellen ist die Wahl des 
geeigneten Bioreaktorsystems, wobei die Eigenschaften der Zellen (Tab. 1) zu berücksichtigen sind. Bereits 
bei der Übertragung vom Miniatur- bzw. Millilitermaßstab (Schüttelkolben) in den Labor- bzw. 
Litermaßstab können, z. B. aufgrund der veränderten Form des Energieeintrags (Homogenisierung und 
Gastransfer) oder zusätzlicher Einbauten für Mess- und Regelungstechnik, u. U. schwer lösbare Heraus-
forderungen entstehen. Insbesondere bei Gewebekulturen gestalten sich die Kultivierung und vor allem die 
Maßstabsvergrößerung schwierig und es muss ein Kompromiss zwischen befriedigendem Gastransfer aber 
schonendem Energieeintrag gefunden werden (Baque et al. 2012). Die verzweigte Ausbreitung von 
Wurzelnetzwerken bei Hairy roots kann Konzentrationsgradienten hervorrufen, welche besonders im 
Zentrum des Gewebes die Nährstoff- und insbesondere die O2-Versorgung beeinträchtigen (Palavalli et al. 
2012). Eine Erhöhung des Energieeintrags (z. B. durch eine Erhöhung der Rührerdrehzahl) ist aufgrund der 
Scherempfindlichkeit der Zellen allerdings problematisch, sodass korrekte Reaktorwahl und -auslegung 
von hoher Wichtigkeit sind. Bei der Wahl eines passenden Reaktors gilt es zu bedenken, dass nicht jeder 
Reaktor für jede Aufgabe geeignet ist und teilweise Anschaffungs-, teilweise Betriebskosten hoch sind. 
Eine Zusammenstellung verschiedener Reaktoren für differenzierte und nicht differenzierte (Pflanzen-
)Zellen zeigt Abb. 8. 
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 Auswahl an Bioreaktoren für die Kultivierung pflanzlicher Zell- und Gewebekulturen; adaptiert nach 
(Eibl und Eibl 2006; Eibl et al. 2008; Steingroewer et al. 2013a): A, Rührreaktor; B, Blasensäule; C, 
Wave Bag Bioreaktor; D, orbital-geschüttelter Wave Bag Bioreaktor. 
 
5.3.1 Gerührte Systeme: Rührreaktoren 
Rührreaktoren (auch Rührkesselreaktoren bzw. stirred tank reactor; Abb. 8A) werden am häufigsten in der 
industriellen Biotechnologie angewendet (Doran 1999; Chmiel 2006). Der Energieeintrag erfolgt 
mechanisch, wobei ein oder mehrere an einer Welle befindliche Rührer durch Rotation für Homogeni-
sierung und verbesserten Gastransfer sorgen. Der Gaseintrag ins Gesamtsystem wird i. d. R. durch ein 
Gaseinlassrohr am Reaktorboden realisiert. Der Rührer hat neben der Fluidhomogenisierung die Funktion, 
die einströmenden, im Fluid aufsteigenden Gasblasen zu zerkleinern und das Gas in der Flüssigkeit besser 
zu dispergieren. Auf diese Art kann eine Vergrößerung der Gas-Flüssig-Phasengrenzfläche und damit eine 
Verbesserung des Gaseintrages erreicht werden. Zweck des Rührens ist „…die Erhöhung des biologischen 
Umsatzes unter Wahrung der Produktqualität. In der Regel bedeutet dies eine Beschleunigung des Stoff- 
und Wärmeübergangs“ (Chmiel 2006). 
Die dem Rührreaktor namensgebende rotierende Welle befindet sich zumeist mittig im Reaktorraum, bei 
groß-industriellen Systemen kommen meist seitlich (von schräg unten) angesetzte Wellen zum Einsatz. An 
der Welle befinden sich die Rührorgane wie bspw. Scheiben-, Blatt-, Anker- oder Propeller-Rührer. Das 
Höhe-zu-Durchmesser-Verhältnis (H/d) beträgt bei Anwendungen in der Biotechnologie 2 - 3 (Chmiel 
2006), wobei bei pflanzlichen Zellkulturen auch Reaktoren mit H/d = 1 eingesetzt werden (Doran 1999). 
Durch Modifikationen von Geometrie, Größe oder Position der Rührorgane und/oder des H/d-Verhältnisses 
können die Prozessbedingungen sehr gut angepasst werden. Der durchschnittliche kLa-Wert für 
Kultivierungen wenig scher-empfindlicher Zellen – das schließt i. d. R. Pflanzenzellen aus – liegt bei bis 
zu 500 h-1 (Chmiel 2006). Für pflanzliche in-vitro-Kulturen wurden kLa-Werte von 4,5 - 95 h-1 publiziert 
(Doran 2009). Mit den Sauerstoffübergangskoeffizienten verursacht der Rührreaktor definitiv 
Spitzenwerte, wobei die Scherbeanspruchung immer auch eine Funktion der Form der Rührorgane ist 
(Doran 1999). Geeignete n für die Kultivierung differenzierter Pflanzengewebe (Hairy roots) liegen bei 
30 - 100 U min-1 (Steingroewer et al. 2013a); Hefe- oder Bakterienkulturen verkraften n von bis zu 
1.000 U min-1. Die Messung und ggf. Regelung von Prozessgrößen (z. B. pH-Wert, Temperatur, Ge-
löstsauerstoffgehalt, Nährstoffkonzentration) kann im Rührreaktor sehr gut realisiert werden und gehört 
seit Jahren zum Stand der Technik (Choi et al. 2006). 
Nachteilig bei der Anwendung gerührter Bioreaktoren kann sich der oftmals zu hohe hydrodynamische 
Stress, verursacht vor allem durch ungeeignete Rührorgane und/oder zu hohe n, insbesondere auf scher-
sensible Kulturen wie bspw. pflanzliche Gewebekulturen auswirken. Limitationen des Einsatzes in der 
Pflanzenzellbiotechnologie sind somit u. U. hoher Scherstress sowie mögliche Probleme mit der Inokula-
tion und Ernte (Choi et al. 2006; Srivastava und Srivastava 2007). Auch Schaumbildung (Chmiel 2006) 
sowie Flotation und Wandbewuchs mit entsprechenden negativen Auswirkungen sind, in Abhängigkeit von 
n und eventuell sekretierten Proteinen, problematisch. Der Technisierungsgrad (umfangreiche Mess- und 





Regelungseinheiten) erhöht zudem den Aufwand für Einarbeitung von Personal sowie Vor- und 
Nachbereitung der Kultivierung und sorgt so für längere Stillstandszeiten. 
 
5.3.2 Einwegkultivierungssysteme: wellendurchmischte und orbital-geschüttelte Bags 
Grundlegende Aspekte von Einwegkultivierungssystemen 
Seit Ende der 90er-Jahre kommen in der Biotechnologie zunehmend Einwegkultivierungssysteme (single 
use systems, disposables) zum Einsatz (Eibl et al. 2009a; Eibl et al. 2010; Klöckner et al. 2014). In einem, 
vom Hersteller üblicherweise bereits vorsterilisierten Beutel (bag) aus Kunststoff, z. B. Ethylenvinylacetat 
oder Polyethylen (Lehmann et al. 2014), wird die gewünschte Flüssigkultur mit einem Füllgrad von 10 bis 
maximal 50 % (V/V; (Eibl und Eibl 2006; Lehmann et al. 2014)) eingefüllt und kultiviert. Für die 
Bereitstellung von konstanten Bedingungen (hauptsächlich Temperatur und Gelöstgasgehalt) sind in 
einigen Fällen Inkubatoren entsprechender Größe und weitere Peripherieeinheiten erforderlich (Eibl et al. 
2010). 
Die Verwendung von Einwegsystemen bietet hohe Flexibilität, einfache Handhabung, Sparsamkeit bzgl. 
Arbeitsaufwand und simple Implementierung in GMP-Prozesse (Eibl et al. 2010). Nach Anzucht der ge-
wünschten Menge an Zellen kann der Beutelinhalt geerntet und bereits kurze Zeit später eine neue Kulti-
vierung in einem neuen, vorsterilisierten Bag gestartet werden. Stillstands- und Reinigungszeiten sind bei 
Einwegsystemen nahezu nicht existent; Kreuzkontaminationen können ausgeschlossen werden (Eibl et al. 
2009a). 
Nachteilig bei der Kultivierung in liegenden Bagsystemen (Durchmischung entweder welleninduziert oder 
orbital-geschüttelt) wirken sich i. d. R. die geringen Stoffübergangskoeffizienten (z. B. kLa-Wert) aus. Des 
Weiteren sorgen lokale Totzonen vor allem in den Ecken der Kultivierungsbeutel für Nährstofflimitationen 
(Greulich 2013). Die Anschaffung von Plattform und Peripherie erzeugt bei der Erstimplementierung von 
Einwegsystemen hohe Kosten. Durch die regelmäßige Anschaffung neuer Bags entstehen zudem dauerhaft 
Kosten. Dagegen entfallen Kosten für Reinigung, Umbau und Sterilisation des Systems. Der Einsatz von 
Einwegsystemen verursacht größere Mengen an Abfall aus hauptsächlich erdöl-basierten Kunststoffen als 
der Einsatz von Mehrwegbioreaktoren. Unter der Voraussetzung von korrekter Anwendung und 
Betriebsweise sind Einwegsysteme aber kostengünstig bei geringem Müllaufkommen und geringen 
Auswirkungen auf die Umwelt (Lehmann et al. 2014). Das Herauslösen zellwachstumslimitierender 
Substanzen aus Polyethylen-Bags konnte bisher lediglich in Studien mit tierischen Zellkulturen 
(Kadarusman et al. 2005; Altaras et al. 2007) nachgewiesen werden und sollte kein Nachteil beim Einsatz 
in der Pflanzenbiotechnologie sein (Lehmann et al. 2014). Eine reduzierte Ausstattung mit Mess- und 
Regelungstechnik von Einwegsystemen behindert dagegen den Einsatz auch in der pflanzenbiotechno-
logischen Anwendung. Lehmann et al. (2014) bieten einen aktuellen Überblick über am Markt verfügbare 
Sensorsysteme, welche allerdings maßgeblich für die Anwendung in tierischen Systemen entwickelt wur-
den. 
Wellendurchmischte Einwegbags 
Wellendurchmischte Bioreaktoren (wave, wave bag, wave mixed, wave induced) gehören zur Gruppe der 
Einwegreaktoren wobei der Energieeintrag durch Wellenbewegungen erfolgt (Abb. 8C; (Eibl et al. 2009a; 
Lehmann et al. 2014)). Ein wellendurchmischtes Bioreaktorsystem besteht aus einer Kippplattform, auf 
welcher (liegend) ein Bag befestigt ist. Homogenisierungsgrad und Stoffübergang können durch Ände-
rungen in Kipprate, -winkel, Beutelform, -geometrie und/oder Arbeitsvolumen verbessert werden. Eibl et 
al. veröffentlichten für den wellendurchmischten BIOSTAT® CultiBag RM (Sartorius AG, Göttingen) bei 
Maximalwerten für Kippwinkel und -rate kLa-Werte zwischen 6 - 10 h-1 (Eibl et al. 2009b). 





Die gleichmäßige Wellenbewegung, induziert durch regelmäßiges Kippen der Plattform, mischt das Me-
dium im Bag bei gleichzeitig kontinuierlichem Austausch der Medienoberfläche. Das sorgt für einen bla-
senfreien Gaseintrag und daraus resultierend reduzierten Scherstress. Schaumbildung ist durch diese Form 
des Energieeintrages kein Problem, da Schaum permanent in die Kulturlösung eingearbeitet wird (Eibl et 
al. 2009a). Monitoring von Kulturparametern wie bspw. Temperatur, Gelöstsauerstoffgehalt und CO2-
Bildungsrate wird mittlerweile ohne großen Aufwand realisiert. 
Orbital-geschüttelte Einwegbags 
Wellendurchmischte Systeme sind insbesondere in den Bereichen Forschung und Entwicklung, wo z. B. 
für Screeningzwecke große Stückzahlen parallel betrieben werden, häufig ein zu hoher Kostenfaktor. Für 
jeden Parallelansatz wird i. d. R. eine eigene Kippplattform inklusive Peripherie benötigt. Durch diesen 
Nachteil entstand die Idee, die bereits bekannten Einwegbeutel der Wave-Systeme (z. B. von Sartorius AG, 
Göttingen) mit den gängigen, in nahezu jedem biotechnologischen Labor vorhandenen, orbitalen 
Schüttelplattformen (z. B. Multitron Standard, Infors AG, Bottmingen, Schweiz), zu kombinieren 
(Abb. 8D; (Greulich 2013; Goy 2013)). Für den Laboreinsatz ermöglichen diese orbital-geschüttelten Bags 
eine einfache Kultivierung pflanzlicher Zell- und Gewebekulturen in Einwegsystemen in einem Maßstab 
bis etwa 10 L (Greulich 2013; Werner et al. 2014). 
Eine gezielte Prozessverbesserung ist mittels definierter Einstellung bzw. ggf. Regelung von Kulturvo-
lumen, Belüftungsrate, Schüttelfrequenz, -amplitude und Temperatur möglich. Im 2 L-Bag mit 
VL = 1000 mL und n = 50 U min-1 konnte ein kLa-Wert von 31 h-1 sowie bei VL = 200 mL und 
n = 40 U min-1 ein kLa von 33 h-1 ermittelt werden ((Greulich 2013), persönliche Mitteilung der Zürcher 
Hochschule für Angewandte Wissenschaften, Wädenswil, Schweiz). Eingesetzt werden orbital-geschüttelte 
Bags in der Pflanzenbiotechnologie bisher noch selten, doch es besteht Innovationspotenzial. Die 
Kultivierungen einer Weintrauben- und einer Tabakzelllinie konnten z. B. bereits erfolgreich gezeigt 
werden (Pohl 2012). In der Prozessentwicklung im Bereich tierischer Zellkulturen finden sich orbital-
geschüttelte Bags häufiger und mit einem Volumen von bis zu 2000 mL. Orbital-geschüttelte Bags sind 
vermutlich nicht für Anwendungen im Pilot- oder gar Industriemaßstab geeignet, denn Orbitalschüttel-
plattformen der erforderlichen Größe sind teuer. 
 
5.3.3 Pneumatische Systeme: Blasensäulen – mit Anwendungsbeispiel 
Grundlegende Aspekte pneumatischer Systeme 
Pflanzliche Zell- und insbesondere Gewebekulturen sind bekannt für ihre geringe Toleranz gegenüber 
Scherbeanspruchung (Tab. 1 und (Taticek et al. 1991)). Vertreter für Kultursysteme mit reduziertem hydro-
dynamischen Stress sind neben Wave-Systemen sogenannte pneumatische Bioreaktorsysteme (Hass und 
Pörtner 2009) wie bspw. Blasensäule (Abb. 8B) oder Airlift-Reaktor. Dabei wird Luft – oder ein anderes, 
definiert-zusammengesetztes Gasgemisch – komprimiert am Boden des Reaktors durch eine Düse, eine 
perforierte Platte oder ein Einblasrohr eingebracht. Mechanische Teile werden nicht bewegt (Steingroewer 
et al. 2013a). Einzig der pneumatische Energieeintrag sorgt durch isotherme Expansion des eingeblasenen 
Gases für Gastransfer, Homogenisierung und Fluidzirkulation gleichermaßen (Pérez et al. 2006). Diese 
Energieeintragsart sorgt für signifikante Reduktion lokaler Zonen hoher Scherbeanspruchung (Kieran et al. 
1997). Die Vorteile einer Blasensäule liegen in der einfachen Bauweise, dem relativ geringen 
Energieverbrauch und dem gleichmäßigen und schonenden Energieeintrag. 
Übliche H/d-Verhältnisse für Blasensäulen liegen zwischen 6 und 12 (Eibl et al. 2008), es handelt sich also 
um hohe, schlanke Kulturgefäße. Die große Höhe ist erforderlich, um die Verweilzeit der am Reaktorboden 
eingebrachten Gasblasen in der Flüssigphase zu erhöhen und damit den Gaseintrag in die Flüssigphase zu 
verbessern (Chmiel 2006). Die kLa-Werte variieren zwischen 0,7 und 20,0 h-1 (Eibl et al. 2008) und sind 





damit vergleichsweise gering. Dafür bieten die meisten pneumatischen Systeme aufgrund ihrer Größe 
(meist Labor-/Liter-Maßstab) vielfältigere Möglichkeiten für Mess- und Regelungseinrichtungen im 
Vergleich zum Schüttelkolben (mL-Maßstab). Gängig sind Einbauten zur Erfassung von Temperatur, pH-
Wert, Gelöstsauerstoffgehalt, O2- und CO2-Konzentrationen im Abgas und/oder elektrischer Leitfähigkeit. 
Dabei ist die Regelung von Parametern wie Temperatur und pH-Wert, teilweise auch Ge-
löstsauerstoffkonzentration gängige Praxis. 
Es existieren bereits Beispiele für erfolgreiche Kultivierungen mit Hairy-root-Kulturen in 3-L-Bla-
sensäulen, sowohl im batch- als auch fed-batch-Modus (Pavlov et al. 2007; Ludwig-Müller et al. 2008). 
Die nachgewiesene Reduktion des Levels an Stress-bezogenen Hormonen (z. B. Abscisin- oder Salicyl-
säure) bei Harpagophytum procumbens-(Afrikanische Teufelskralle-)Kulturen (Hairy roots) in der Bla-
sensäule im Vergleich zum geschüttelten Reaktorsystem (Ludwig-Müller et al. 2008) belegt die These der 
verringerten Scherbeanspruchung im pneumatischen System. Wohl aus diesem Grund sind pneumatisch-
betriebene Reaktoren die am häufigsten angewandte Bauform für die Kultivierung differenzierter pflanz-
licher in-vitro-Systeme (Georgiev et al. 2013). 
Nachteile 
Das Fehlen eines Rührwerks kann sich nachteilig auf eine ausreichende Durchmischung (z. B. Problem der 
Sedimentation von Feststoffen/Zellen) und einen optimalen Gaseintrag bei hoch-viskosen Kulturlösungen 
auswirken (Problem der Stoffaustauschlimitationen, (Georgiev et al. 2013)). Totzonen können entstehen. 
Zudem kann die schlecht kontrollierbare Durchströmung des Gases durch den Reaktor bei hoher 
Mediendichte zu unerwünschter Kanalströmung führen (Sivakumar 2006). Als Gegenmaßnahme wird die 
Belüftung mit zunehmender Zelldichte erhöht oder die Blasensäule im Vorfeld in Segmente unterteilt (Choi 
et al. 2006). Durch die Ausschüttung extrazellulärer Polysaccharide, Fettsäuren oder Proteine wachsender 
Zellsuspensionen wird i. d. R. – besonders bei blasenreicher Belüftung – eine unerwünschte Schaumbil-
dung gefördert. In Konsequenz dazu kann es zu verstärktem Bewuchs des Reaktorkopfraumes oder gar 
Verstopfung des Reaktorausganges kommen (Chmiel 2006). 
Systemtransfer am Beispiel Helianthus annuus 
Wie konnte die Maßstabsübertragung einer pflanzlichen Suspensionskultur praktisch realisiert werden? Die 
größten Herausforderungen bestanden in der Praxis letztendlich darin, den Bioreaktor steril zu inokulieren 
und anschließend die sterile Probenahme zu realisieren. Die bereits angesprochene Agglomeratbildung der 
Zellen in Kombination mit einem nicht speziell für Kultivierungen pflanzlicher in-vitro-Systeme 
ausgelegten Bioreaktor mit viel zu geringem Durchmesser von Schläuchen und Anschlüssen machte das 
übliche Vorgehen unmöglich. Zum Inokulieren musste der Reaktor umständlich unter eine Sterilwerkbank 
gebracht, dort der Deckel geöffnet und dann das bereits vorgemischte Inokulum (Methode der Vor-
inokulation, siehe 6.2.2) eingefüllt werden. Dieses Vorgehen ist sehr aufwendig, nur zu zweit durchführbar 
und birgt ein hohes Risiko für Sterilität und Unversehrtheit des Glasreaktors (Bruchgefahr). Eine Be-
probung war bei gegebenem pneumatischen System nur zell-frei möglich. Aufgrund starker Agglomerat-
bildung verstopften die ursprünglich für Mikroorganismen ausgelegten Leitungen des Reaktors, so dass 
folgendes Vorgehen angewandt werden musste: 
1. Abstellen von Begasung und Rührer 
2. Kurzes Absetzen der Zellen  
3. Absaugen einer kleinen Menge (5 - 10 mL) Probe aus der Flüssigphase 
4. Offline-Analyse 





Aufgrund dieser Schwierigkeiten bei der Beprobung konnten zur Quantifizierung der Biomasse lediglich 
je ein Wert für Anfangs- bzw. Endpunkt herangezogen werden. Dazu wurde eine kleine Menge des In-
okulums zurückbehalten bzw. die gesamte Biomasse nach Beendigung der Kultivierung genutzt. 
Exemplarisch für den Transfer einer pflanzlichen in-vitro-Kultur aus einem System im mL-Maßstab (ge-
schüttelt) in ein System im Labormaßstab (pneumatisch) wurde eine photomixotrophe Suspensionskultur 
von H. annus (HApm15) in einer Blasensäule (Glas mit Doppelmantel, Vt = 2 L, VL = 1,35 L, Typ MS 
Photo 15; Molsurf GmbH & Co. KG, Dresden) kultiviert. Dabei erfolgte die Beleuchtung von außerhalb. 
Seitlich um das Reaktionsgefäß wurden vertikal in gleichem Abstand zueinander 4 Leuchtstoffröhren 
(Narva LT-T8 Lumoflor 15 W/077, 438 mm lang, 26 mm dick; Narva Lichtquellen GmbH + Co. KG, 
Brand-Erbisdorf) angebracht. Durch ein zusätzliches Metallgehäuse konnte die Kulturlösung von uner-
wünschten Einflüssen, z. B. variierender Beleuchtung durch Tag-/Nachtrhythmen, abgeschottet werden. 
Außerdem wurde die Blasensäule mit einem internen Lichtsensor (0 - 3.000 μmol m-2 s-1; Messbereich 
Mesa Systemtechnik GmbH, Konstanz) ausgerüstet. Der rein pneumatische Energieeintrag mittels Ein-
blasrohr führte zur Sedimentation von Zellmaterial und war damit für einen ausreichenden Energieeintrag 
bei den untersuchten pflanzlichen Suspensionskulturen von H. annuus ungeeignet. Die Zellsuspension 
wurde daher zusätzlich mechanisch mit einem Magnetrührer homogenisiert. Für zukünftige Untersuchun-
gen könnte alternativ ein Begasungsring in der Blasensäule implementiert werden. Während der Kultivie-
rung über einen Zeitraum von 10 Tagen wurden Proben entnommen und offline analysiert (Abb. 9; Fotogra-
fien des Versuchsaufbaus siehe (Lumani 2014)). 
 
 Daten einer H. annuus-Suspensionskultur (HApm15). Konduktivität, pH, BTM-Differenzzuwachs. 
Kultivierungsbedingungen: Blasensäule, 0,76 L min-1 Belüftungsrate, gerührt mit n = 100 U min-1, 
26 °C; Vt = 2.000 mL, VL = 1.350 mL; MS mit 15 g L-1 Saccharose, 0,5 mg L-1 6-BAP, 0,5 mg L-1 
NAA, pH 5,7; 60 µmol m-2 s-1. (Lumani 2014) 
 
Beginnend mit einer Konduktivität von > 6 µmol m-2 s-1, sank diese mit dem Biomassewachstum der 
photomixotrophen Kultur (HApm15) stetig auf 3,5 µmol m-2 s-1. Der Verlauf ist vergleichbar mit dem einer 





heterotrophen Kultur von H. annuus (HAh, Abb. 12), wobei die initiale Konduktivität des MS-Mediums 
scheinbar um etwa 1,5 µmol m-2 s-1 höher ist als die des LS-Mediums. Der pH-Wert bei HApm15 sank zu 
Beginn etwas ab, um in der zweiten Hälfte der Kultivierung auf einen Wert über den des Start-pH anzu-
steigen. Der letzte gemessene pH-Wert vor Beendigung des Experiments am Tag 10 betrug 4,9. Auch dieser 
Verlauf ist nahezu analog zu dem einer heterotrophen H. annuus-Kultur (HAh, Abb. 12). Es konnte ferner 
ein signifikantes Zellwachstum festgestellt werden: die BTM-Konzentration verzehnfachte sich in 10 
Tagen von 1,1 g L-1 auf 10,5 g L-1, was in einem BTM-Differenzzuwachs von 8,8 resultiert. Im selben 
Zeitraum erreicht die heterotrophe H. annuus-Kultur (HAh, Abb. 12) ihren maximalen BTM-Differenz-
zuwachs von etwas mehr als 10. Aus den gemessenen Daten lässt sich keine Einteilung in Wachstums-
phasen vornehmen. Jedoch kann man aus den BTM-Konzentrationen die spezifische Wachstumsrate µ 
(Gl. (XI)) zu 0,25 d-1 und die Verdopplungsrate td (Gl. (XIII)) zu 66,5 h abschätzen. Es handelt sich tatsäch-
lich lediglich um eine Abschätzung dieser Werte, da für eine exakte Berechnung mehr als 2 Datenpunkte 
erforderlich wären. 
 
5.4 Fazit und Perspektiven 
Es existiert eine Vielzahl an Kultivierungssystemen mit unterschiedlichen Arten des Energieeintrags sowie 
individueller Prozesskontrolle und entsprechenden Applikationsmöglichkeiten. In der Pflanzenbio-
technologie ist die Anwendung von gängigen Kultivierungssystemen für Mikroorganismen möglich und 
wird praktiziert. Dabei ist immer eine individuelle Untersuchung der Ausbeuten (Biomasse und Produkt) 
und ggf. Anpassung von Kulturstrategie (z. B. batch, fed batch, mehrstufig) und/oder Kultivierungssystem 
ratsam. Eine stabil wachsende Suspensionskultur vorausgesetzt, sind erste Adaptions- und Screening-
untersuchungen im Schüttelkolbenmaßstab empfehlenswert (Winkler und Socher 2014). Hierbei sind 
Anpassungen von Prozessparametern und/oder Überlegungen zur Wahl und eventuell Verbesserung des 
großskaligen Reaktorsystems möglich. Frühestens im Anschluss daran sollte die eigentliche Maß-
stabsvergrößerung – in Abstimmung mit den gängigen verfahrenstechnischen Kenngrößen (Chmiel 2006) 
– bspw. in eines der vorgestellten Reaktorsysteme (Kap. 5.3) erfolgen. Für die Wahl des Systems zur 
Kultivierung pflanzlicher in-vitro-Kulturen kann folgende Faustregel angewandt werden: je höher die 
Scherempfindlichkeit der Kultur ist (Scherempfindlichkeit von Gewebekulturen > Scherempfindlichkeit 
von Zellkulturen), desto geringer sollte der Energieeintrag sein. Aus diesem Grund eignen sich meist für 
Hairy roots pneumatische, wellendurchmischte und orbital-geschüttelte Bagreaktor-Systeme besser als 
geschüttelte und gerührte Systeme. Suspensionskulturen sind i. d. R. etwas unempfindlicher gegenüber 
Scherstress, weswegen eine Eignung meist für alle vorgestellten Bioreaktorsysteme gegeben ist. 
 
Für die praktizierte Maßstabsübertragung vom geschüttelten System im mL-Maßstab ins pneumatische 
System im L-Maßstab ist zu resümieren, dass für eine photomixotrophe Suspensionskultur von H. annuus 
respektables Biomassewachstum erreicht werden konnte. Die vorgestellte proof-of-concept-Kultivierung 
offenbarte jedoch auch Schwachstellen des genutzten Bioreaktorsystems. Demnach sollten zukünftige 
Untersuchungen zwingend in einem System erfolgen, welches für die Ansprüche pflanzlicher in-vitro-
Kulturen adaptiert wurde. Diese Anpassungen des Bioreaktors sollten mindestens die Verwendung eines 
Begasungsrings sowie den Einbau angepasster Anschlüsse und Schläuche für Inokulum und Beprobung der 






6. Prozessmonitoring – Systemtransfer in die Pflanzenbiotechnologie 
6.1 Atmungsaktivität als Parameter zum Prozessmonitoring 
6.1.1 Bedeutung 
Eine der größten Herausforderungen bei Schüttelkolbenkultivierungen (kleinskalig/mL-Maßstab) besteht 
in fehlenden Möglichkeiten zur prozessbegleitenden Überwachung wachstumsrelevanter Parameter (Kap. 
5.2.3). Ohne online-Monitoring können Aussagen über den Zustand der untersuchten Zellen nur mit teils 
beträchtlichem Zeitverzug (Maschke 2013), d. h. offline nach Probenahme, -analytik und -auswertung, 
getroffen werden. Dies erschwert eine Beurteilung der betrachteten Kultur bzgl. Wachstumsphasenzu-
gehörigkeit und damit u. a. die System-und/oder Maßstabsübertragung. 
Zudem kommt bei der Kultivierung von pflanzlichen Zell- oder Gewebekulturen oft erschwerend hinzu, 
dass aufgrund der Zellgröße und/oder Neigung zu Agglomeratbildung keine offline-Bestimmung von 
Zelldichten via Trübungsmessung durchführbar ist. Diese Kulturen lassen sich i. d. R. nicht oder nur schwer 
pipettieren, was die repräsentative Entnahme einer sterilen Probe unmöglich macht (Kap. 2.4). Ohne 
geeignete Monitoringoption sind sehr viele Kultivierungsexperimente mit aufwendiger Parallelbestimmung 
von Biomasse-, Substrat- und Produktwerten nach der Ernte eines kompletten Schüttelkolbens zu jedem 
gewünschten Zeitpunkt die einzige Möglichkeit, repräsentative Daten zu erhalten. Mit Hilfe eines 
innovativen Monitoringsystems, wie dem von der Arbeitsgruppe von Prof. Jochen Büchs, Lehrstuhl 
Bioverfahrenstechnik, RWTH (Rheinisch-Westfälische Technische Hochschule) Aachen University in den 
90er Jahren entwickelten Respiration Activity Monitoring System® (Kap. 6.1.2) kann diese Lücke 
geschlossen werden (Büchs 1994). 
 
6.1.2 Prozessmonitoring mit dem Respiration Activity MOnitoring System® 
Das Respiration Activity MOnitoring System® (RAMOS®, System zur Kontrolle der Atmungsaktivität; 
HiTec Zang GmbH, Herzogenrath), ermöglicht die nicht-invasive Erfassung der Atmungsaktivität von 
Zellen in Schüttelkolben und kombiniert damit perfekt die Vorteile von kleinen geschüttelten Systemen 
(Miniaturisierung, Parallelisierung) mit größeren konventionellen Bioreaktoren (Monitoringmöglichkeiten; 
(Büchs 1994; Anderlei und Büchs 2001; Anderlei et al. 2004)). Mittels speziell gestalteter Halter 
(Abb. 10D), welche oberhalb des Kolbenkopfraums aufgeschraubt werden, können auf jedem dieser 
Spezialschüttelkolben (Messkolben; Abb. 10A) Sensoren (Abb. 10B) zur Erfassung von Druck (p) bzw. 
Sauerstoffpartialdruck (pO2) im Kolbengasraum montiert werden (Abb. 10). 
 
A B C D 
 Messkolben (Vt = 250 mL) und Zubehör, Fotografien. A, Messkolben; B, Sensor (schwarz) im Sensor-
halter (beige); C, Sensor im Sensorhalter auf Messkolben geschraubt; D, Steriler Messkolben ohne Sen-
sor. 
 





Bei heterotroph wachsenden Zellen gilt, dass bei Biomassezunahme (Vermehrung und Zellwachstum) in 
Folge von Zellatmung O2 verbraucht und CO2 gebildet wird. Unter der Annahme, das Luft hauptsächlich 
aus den Gasen O2, CO2 und Stickstoff (N2) besteht, wobei der Anteil an inertem N2 konstant bleibt, lassen 
sich aus den Differenzen beider gemessener Drücke p und pO2 die O2- (oxygen transfer rate, OTR, Gl. (V)) 
und CO2-Transferraten (carbon dioxide transfer rate, CTR, Gl. (VI)) bzw. deren Summen (oxygen transfer, 
OT, Gl. (VII); carbon dioxide transfer, CT, Gl. (VIII)) berechnen (Anderlei und Büchs 2001). Aus dem 
Quotienten von CTR zu OTR lässt sich der Respirationsquotient (RQ), zur Abschätzung von gebildetem 
CO2 zu aufgenommenem O2, ableiten (Gl. (IX); (Anderlei et al. 2004; Geipel et al. 2013)). Bezieht man 
OTRmax auf die, zum Zeitpunkt ihres Maximums ermittelte BTM-Konzentration, erhält man die maximale 
spezifische Sauerstofftransferrate otrmax (Gl. (X); ctrmax analog). Die genannten Parameter zur 
Respirationsaktivität (Gl. (V) - (X)) stellen geeignete Messgrößen der Biotechnologie dar, da sie direkt an 
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Seit Entwicklung und Markteinführung Anfang des 21. Jahrhunderts ist die Zahl an veröffentlichten Daten 
zu Kultivierungen mikrobieller Zellsysteme mit RAMOS® stetig gestiegen. Die Publikationen entstammen 
hauptsächlich der Arbeitsgruppe von Prof. Büchs, RWTH Aachen University (Anderlei und Büchs 2001; 
Anderlei et al. 2004; Guez et al. 2008; Kensy et al. 2009; Amoabediny und Büchs 2010; Bähr et al. 2012; 
Hansen et al. 2012). Aktuell sind nur einige wenige Publikationen zu tierischen Zellkulturen bekannt 
(Canzoneri et al. 2006; Kowollik et al. 2010) und bzgl. Anwendung des genannten Systems für 
Untersuchungen pflanzlicher in-vitro-Kulturen ist die Datendichte bisher klein (Raval et al. 2003; 
Rechmann et al. 2007; Ullisch et al. 2012; Ullisch 2012; Haas et al. 2014; Haas 2014). Die Dissertation von 
Dr. Ullisch (2012) bietet eine tabellarische Übersicht über verschiedene Organismengruppen, welche 
bereits mittels RAMOS® charakterisiert wurden. 
 
6.1.3 Herausforderungen beim Systemtransfer 
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit sollte die Eignung und Adaption des RAMOS® für pflanzliche in-
vitro-Systeme untersucht werden. Im Unterschied zu klassischen mikrobiellen Systemen (z. B. Escherichia 
coli oder Saccharomyces cerevisiae) wachsen pflanzliche in-vitro-Kulturen langsamer (Tab. 1), was eine 
signifikant längere Gesamtkultivierungsdauer zur Folge hat. Des Weiteren neigen Pflanzenzellen häufig zu 
Agglomeration und sind aufgrund ihrer Größe wesentlich anfälliger gegenüber Scherbeanspruchung 
(Taticek et al. 1991; Ullisch 2012; Greulich 2013). Diese Faktoren (Scherstresssensitivität, Aggregations-
neigung und Viskositätszunahme) sollten bei der Eignungsuntersuchung des RAMOS® für Anwendungen 





in der Pflanzenbiotechnologie Berücksichtigung finden. Bisher wurden keine Daten zur Untersuchung 
pflanzlicher Gewebekulturen mittels RAMOS® publiziert. Und die wenigen veröffentlichten Ergebnisse 
zur Charakterisierung pflanzlicher Zellkulturen mit RAMOS® (Raval et al. 2003; Rechmann et al. 2007; 
Ullisch et al. 2012; Ullisch 2012; Haas et al. 2014; Haas 2014) machen grundlegende Studien für besagte 
in-vitro-Systeme erforderlich. Folgende Herausforderungen wurden im Verlauf der vorliegenden Arbeit 
identifiziert und Lösungsansätze erarbeitet: 
 Problematische Reproduzierbarkeit von Kultivierungsverläufen 
 Wie lassen sich die, oft bereits zu Beginn einer Kultivierung offensichtlichen Abweichungen in den 
Wachstumsverläufen in einzelnen Kulturgefäßen mit identischem Inokulum (Mehrfachbe-
stimmung) verhindern? 
 Wie kann die Reproduzierbarkeit bei der Kultivierung pflanzlicher in-vitro-Systeme generell 
sichergestellt werden bzw. was sind Hindernisse für eine erfolgreiche Reproduzierbarkeit? 
 Wie können die im Schüttelkolbenmaßstab gewonnenen Erkenntnisse in größere Maßstäbe bzw. 
andere Kultivierungssysteme (Kap. 5.3) überführt werden? 
 Lange Kultivierungsdauer 
 Kann Sterilität sichergestellt werden? 
 Wie hoch ist der Einfluss von Evaporation aus den Kulturgefäßen? 
 Fehlende Vergleichsdaten 
 Welche Werte für die Respirationsaktivität sind zu erwarten? 
 Wie sind die erhaltenen Daten zu interpretieren? Welche Konsequenzen ergeben sich z. B. für die 
Maßstabsvergrößerung? 
 Schwierige repräsentative Beprobung pflanzlicher in-vitro-Systeme  
 Wie lässt sich ein Bezug zwischen online und offline gewonnenen Daten herstellen? 
 
6.2 Systemtransfer am Beispiel Helianthus annuus 
6.2.1 Verwendete Kulturtypen 
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden Kultivierungsexperimente im RAMOS® mit verschiedenen 
Zelllinien und Kulturtypen von H. annuus durchgeführt. Es kamen heterotrophe und photomixotrophe 
Suspensionskulturen sowie Gewebekulturen (Hairy roots) zum Einsatz (Abb. 11). Publikationen zu Unter-
suchungen von Hairy roots mittels RAMOS® sind nicht bekannt. In den folgenden Kapiteln werden 
Ergebnisse der Kultivierungen verschiedener H. annuus-Kulturen zusammengefasst. Ausgewählte Daten 
wurden bereits national und international veröffentlicht (Geipel et al. 2012; Geipel et al. 2013; Geipel et al. 
2014a; Werner et al. 2014; Geipel et al. 2014b). 
 





A B C 
 Verschiedene Kulturtypen von H. annuus auf festem Medium, Fotografien. A, Heterotropher Kallus; B, 
Photomixotropher Kallus; C, Hairy roots. (Geipel et al. 2014a). 
 
6.2.2 Monitoring heterotropher Pflanzenzellkulturen 
Grundlegende Aspekte der Kultivierung pflanzlicher Zellkulturen mit dem RAMOS® 
Die bekannten Unterschiede zwischen Mikroorganismen und Pflanzenzellen (z. B. Größe, Struktur, Ag-
glomerationsneigung; Tab. 1) bedingen zahlreiche Gegensätze in ihrer in-vitro-Kultivierbarkeit und ganz 
besonders bei Inokulation und Probenahme (Linden et al. 2001; Raval et al. 2003). Basierend auf eigenen 
Experimenten in Schüttelkolben wurde die Methode der Vorinokulation als am besten geeignet für eine 
reproduzierbare Kultivierung pflanzlicher Zellsuspensionen ermittelt. Dafür wurde die Zellkultur (Vor-
kultur, 20 % (V/V)) mit frischem Medium (80 % (V/V)) vorab in einer separaten, sterilen Glasflasche 
gemischt. Mit Hilfe von einem sterilen Glastrichter und einem sterilen Messzylinder wurde dieses Inokulum 
rasch in Portionen aufgeteilt und in die Kulturgefäße (Mess- (Abb. 10) und Referenzkolben (Abb. 7)) 
transferiert um das Kultivierungsexperiment anschließend zu starten. 
Abb. 12 stellt online- und offline-Daten einer Suspensionskultur von H. annuus im RAMOS® unter hete-
rotrophen Bedingungen grafisch dar. Die Variationskoeffizienten für online-Werte bei Dreifachbe-
stimmung liegen im Durchschnitt zwischen 1 - 6 % (RQ) und 4 - 16 % (OTR). Diese geringen Werte liegen 
im tolerierbaren Bereich und kennzeichnen das RAMOS® als geeignetes Messsystem zur Überwachung 
des Wachstums pflanzlicher Zellkulturen. Weiterhin implizieren diese kleinen relativen Abweichungen die 
angewandte Vorinokulation als adäquate Methode für reproduzierbare Inokulationen mit Pflanzen-
zellsuspensionen. 
 





 Daten einer H. annuus-Suspensionskultur (HAh). A, CTR, OTR, CT, OT, RQ (Standardabweichungen 
aus N = 3, grau); B, Konduktivität, pH, BTM-Differenzzuwachs. Kultivierungsbedingungen: 
RAMOS®, Orbitalschüttler, n = 110 U min-1, d = 50 mm, 26 °C, Vt = 250 mL, VL = 50 mL, LS mit 
30 g L-1 Saccharose, 0,2 mg L-1 2,4-D, pH 5,7; dunkel; Belüftung mit Umgebungsluft; 10 mL min-1 
Belüftungsrate; 40 min Messphase, 50 min Spülphase. (Geipel et al. 2013). 
 
Während eine stetige Zunahme der Biomasse bis zum 10. Tag der Kultivierung erkennbar ist (Abb. 12B), 
indiziert der plötzliche OTR-Abfall bei t = 220 h (Abb. 12A), einhergehend mit einer Abflachung des OT-
Anstieges, einen Übergang in eine Phase mit reduzierter Respiration. Die CO2-basierten Daten (CT, CTR) 
zeigen analoge Verläufe. Für H. annuus kann eine maximale Sauerstofftransferrate (OTRmax) von 





2,0 mmol L-1 h-1 bzw. eine maximale spezifische Sauerstofftransferrate (otrmax) von 0,14 mmol g-1 h-1 (bei 
x = 14,0 g L-1) ermittelt werden. 
Auf Basis der Gastransfers (OT, CT) wird eine Unterteilung in Wachstumsphasen, analog zu der bekannten 
Klassifikation bei Mikroorganismen, möglich (Abb. 12A). Nach einer kurzen Adaptionsphase ist innerhalb 
der ersten 24 h ein Wechsel hin zu exponentiellem Wachstum detektierbar. Daran anschließend, 
mutmaßlich in Folge einer beginnenden Nährstofflimitation (Glucose im Medium vorerst aufgebraucht, 
Fruktosekonzentration unter 0,5 g L-1; hier nicht gezeigt), erfolgt ab dem Wendepunkt bei t = 90 h lineares 
Wachstum. Eine O2-Limitation an diesem Punkt kann ausgeschlossen werden: Experimente mit va-
riierenden Füllvolumina (10, 20, 30 und 40 mL) offenbarten keine signifikanten Unterschiede in den 
Gastransferraten bzw. deren Plateaus, wie sie bei O2-Limitation zu erwarten wären (Abb. 13). 
 
 OTR einer H. annuus-Suspensionskultur (HAh; Standardabweichungen aus N = 2, grau). Kultivierungs-
bedingungen: RAMOS®, Orbitalschüttler, n = 110 U min-1, d = 50 mm, 26 °C, Vt = 250 mL, 
VL = 10 - 40 mL, LS mit 30 g L-1 Saccharose, 0,2 mg L-1 2,4-D, pH 5,7; dunkel; Belüftung mit Umge-
bungsluft; 10 mL min-1 Belüftungsrate; 40 min Messphase, 50 min Spülphase. 
 
Vergleichende Kultivierung einer Salbei-Suspensionskultur 
Zum Vergleich, und um das RAMOS® als geeignetes Screeninginstrument auch für andere pflanzliche 
Zellkulturen zu evaluieren, wurden den Daten von H. annuus (Abb. 12) Daten der Kultivierung einer Salvia 
fruticosa-Suspensionskultur gegenübergestellt (siehe Fig. 3 in (Geipel et al. 2013)). In diesen ver-
gleichenden Untersuchungen konnten die Wachstumsphasen ebenfalls detektiert werden. Verglichen mit 
der Sonnenblumen-Kultur wuchs Salbei langsamer was u. a. in einem späteren Wendepunkt im OT-Verlauf 
von exponentiellem zu linearem Wachstum (t = 135 h, H. annuus: t = 90 h) resultierte. Außerdem können 
bei der Salvia-Kultur eine höhere OTRmax von 2,8 mmol L-1 h-1 bzw. eine höhere otrmax von 
0,23 mmol g-1 h-1 (bei x = 12 g L-1) festgestellt werden. Somit ist der O2-Verbrauch der Salbei-Zellen trotz 
etwas geringerer BTM-Konzentration fast doppelt so hoch. 





Vergleich mit publizierten RAMOS®-Daten 
Anderlei et al. (2001; 2004) veröffentlichten OTR-Daten von biotechnologisch relevante Mikroorganis-
men, welche ebenfalls mittels RAMOS® kultiviert wurden,. Dabei ergaben sich ein OTRmax von 
18 - 39 mmol L-1 h-1 für das Bakterium Corynebacterium glutamicum, > 20 mmol L-1 h-1 für die Hefe 
S. cerevisiae und < 2 mmol L-1 h-1 für den Pilz Botrytis cinerea. Die Werte für Bakterium und Hefe liegen 
eine Größenordnung über den OTRmax der eigenen Messungen für pflanzliche Zellkulturen 
(OTRmax = 2,0 - 2,8 mmol L-1 h-1). Hauptursachen für diese Unterschiede sind die langsameren spezifischen 
Wachstumsraten von Pflanzenzellen und der damit verbundene geringere O2-Bedarf (Tab. 1). Wird 
zusätzlich bedacht, dass die durchschnittliche pflanzliche Zelle wesentlich größer ist als eine mikrobielle 
Zelle (Taticek et al. 1991; Haas 2007), lässt sich die reduzierte Respirationsaktivität pflanzlicher Kulturen 
auf die reduzierte Gesamtzellzahl pro Volumeneinheit zurückführen. 
Ullisch et al. (2012) berichten für pflanzliche Suspensionskulturen von OTRmax von 6,1 mmol L-1 h-1 bzw. 
otrmax von 0,4 mmol g-1 h-1 für eine etwas höhere BTM-Konzentration (x = 16,2 g L-1) transgener Nicotiana 
tabacum-Kulturen. N. tabacum ist ein, für Pflanzenzellen verhältnismäßig schnell wachsendes, oft 
genutztes Modellsystem (Pepin et al. 1995; Raval et al. 2003). Ursächlich für die größeren Atmungs-
aktivitäten der N. tabacum- im Vergleich zu den hier angeführten H. annuus- und S. fruticosa-Kulturen 
scheinen unterschiedliche maximale spezifische Wachstumsraten (µmax = 0,82 - 0,86 d-1 für N. tabacum 
(Ullisch et al. 2012); µmax = 0,39 - 0,66 d-1 für H. annuus, Tab. 3) zu sein. Zusätzlich sind Unterschiede in 
Stoffwechsel und/oder Gencharakteristik denkbare Erklärungen für einen höheren O2-Bedarf (Wen und 
Zhong 1995). 
Verifizierung der online-Daten 
Zur Verifizierung der bereits diskutierten online-Daten (Abb. 12A), wurden die offline-Werte BTM-Diffe-
renzzuwachs, pH-Wert und Konduktivität (elektrische Leitfähigkeit) des Mediums bestimmt (Abb. 12B). 
Prozessbegleitende Analytik bei pflanzlichen in-vitro-Kulturen ist schwierig. Erschwernisse entstehen 
bspw. durch die Bildung von Zellagglomeraten (Tab. 1) und hochviskosen Suspensionen, wodurch u. a. die 
Standardmethode zur Trübungsbestimmung nicht anwendbar ist. Die Konduktivität ist ein, in der 
Pflanzenbiotechnologie häufig herangezogener Parameter, um das Zellwachstum abzuschätzen (Wen und 
Zhong 1996; Pavlov et al. 2005; Haas 2007; Haas et al. 2008; Ullisch et al. 2012). Abb. 12B bestätigt eine 
gute Korrelation zwischen der Ionenabnahme im Medium bei gleichzeitiger Biomassezunahme durch 
zelluläre Aufnahme von im Medium gelösten Salzen. 
Spezifische Wachstumsparameter 
Ein langsames Wachstum (Abb. 9, Abb. 12 und Fig. 3 in (Geipel et al. 2013)) ist typisch für die 
verhältnismäßig großen Pflanzenzellen mit ihrem komplexen Metabolismus (Kratchanova et al. 1996; 
Pavlov et al. 2005; Haas 2007; Haas et al. 2008). Gemäß der Gl. (XI), (XII) sowie online- und offline-Daten 
wurde die maximale spezifische Wachstumsrate für die heterotrophe H. annuus-Kultur zu 0,39 - 0,66 d-1 
(Tab. 3) berechnet. Die ermittelten Verdopplungszeiten (td, Gl. (XIII)) auf Basis der Daten der exponentiel-
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Dieser breite Wertebereich ist auf die Verwendung unterschiedlicher Typen an Schüttelkolben- und Ste-
rilbarrieren (Abb. 7A, B und Abb. 10D) zurückzuführen, welche das Wachstum offensichtlich unterschied-
lich beeinflussen. Aus den verschiedenen Kulturgefäßtypen ergeben sich abweichende Evapora-
tionseigenschaften; signifikant werden diese besonders im Hinblick auf die langen Kultivierungen 
pflanzlicher Zellsuspensionen von 21 bis zu 28 Tagen. Laut Anderlei et al. (2001; 2004) und Raval et al. 
(2003) treten keine Unterschiede im Gaseintrag in eine Kulturlösung bei Verwendung verschiedener Schüt-
telkolbentypen auf. Grundlage sind nach diesen Autoren identische gas- und hydrodynamische Be-
dingungen im, für den Stoffaustausch relevanten unteren Bereich des Kolbens (Abb. 10D; Phasengrenzflä-
che). Doch im Hinblick auf die Evaporationskinetik und resultierende Viskositätserhöhungen sind 
Unterschiede offensichtlich (Schultz 1964; McDaniel und Bailey 1969; Van Suijdam et al. 1978; Mrotzek 
et al. 2001). Ein weiterer Aspekt für unterschiedliche Werte nach Berechnung aus offline- im Vergleich zu 
online-Daten ist in der Taktfrequenz beider Methoden zu finden: während das RAMOS® hoch aufgelöst 
misst (60 Messwerte pro Messzyklus, hier 90 Minuten), erfolgt eine manuelle Beprobung nur ca. alle 
24 - 48 Stunden. Eine Erhöhung der Taktfrequenz der manuellen Beprobung hätte entweder eine deutliche 
Reduktion des Kulturvolumens eines Kolbens im laufenden Experiment oder wesentlich höheren Aufwand 
durch Bereitstellung von mehr Kolben für eine Kompletternte zur Folge. 
 
Tab. 3 Zusammenfassung spezifischer Wachstumsparameter der Kultivierungen von H. annuus-Suspen-
sionskulturen in verschiedenen Schüttelkolben (Vt = 250 mL), berechnet auf Basis von online- (OTR, 
Standardabweichungen aus N = 7) und offline-Daten (BTM-Konzentration, Standardabweichungen 
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(1) Berechnung nach Gl. (XII) und (XIII), mit Ersatz der BTM-Konzentrationen x durch OTR-Werte zum selben Zeitpunkt. 
(2) Berechnung über gesamte Wachstumsphase. 
 
Diskrepanzen ergeben sich innerhalb der offline-Daten, welche vermutlich aus der bekannten geringeren 
Reproduzierbarkeit der offline-Methodik bei der Anwendung in der Pflanzenbiotechnologie resultieren. 
Verglichen mit Literaturwerten für Suspensionskulturen der Sonnenblume (µmax = 0,21 - 0,42 d-1; Zu-
sammenfassung in (Geipel et al. 2013)) sind die auf Basis der BTM-Konzentrationen berechneten µmax 
(0,39 und 0,53 d-1, Tab. 3) hoch, aber insbesondere für Enghalskolben noch im Bereich publizierter Werte 
(Scragg 1990; Kratchanova et al. 1996; Pavlov et al. 2005; Haas 2007). Im Gegensatz dazu ist µmax ermittelt 
aus den online-Daten (0,66 d-1) 2 - 3-mal größer. Das suggeriert, dass der gemessene OTR höher ist, als der 
tatsächliche Sauerstoffverbrauch bei reiner Biomassebildung. Die verwendete offline-Methode zur 
Bestimmung der Biomasse (Gravimetrie) wurde im Vorfeld der Experimente validiert (hier nicht gezeigt). 





Ferner wird µ per Definition in der exponentiellen Wachstumsphase an Hand von BTM- (offline) und nicht 
von Respirationsdaten (online) berechnet (Gl. (XI)), ist also für den angewendeten Fall originalerweise 
nicht vorgesehen. Der bekannte Zusammenhang zwischen Massezunahme durch Zellwachstum und 
Respiration selbiger Zellen, erlaubt aber die genutzte Adaption der Gleichung (Gl. (XI)). Aus der 
Schlussfolgerung eines erhöhten O2-Bedarfs der Zellen lässt sich ableiten, dass nicht das gesamte bereit-
gestellte O2-Volumen für die metabole Umwandlung in Biomasse genutzt wurde. Aus bisher nicht explizit 
bekannten Gründen müssen andere Faktoren (z. B. Sekundär- und/oder fermentativer Metabolismus oder 
neben Saccharose die Verstoffwechselung anderer Substrate) vorherrschen und den O2-Verbrauch 
beeinflussen. Das wird ebenso anhand des Verlaufs des RQ (> 1; Abb. 12A) deutlich. Außerdem können 
kleine Schwankungen in Gaszusammensetzung und Feuchtegehalt der Kolbenzuluft (Umgebungsluft mit 
natürlichen Schwankungen) durch die Experimentalanordnung nicht ausgeschlossen werden. 
Ein Vergleich aller Experimentaldaten mit Literaturwerten (Tab. 3 und (Geipel et al. 2013)) macht deutlich, 
dass spezies-spezifische Wachstumsparameter divers und variabel sind. Die µmax variiert insgesamt bspw. 
zwischen 0,21 und 0,66 d-1, sogar bei vergleichbaren Kultivierungsregimen und identischen -bedingungen. 
Bestimmte Unterschiede sind auf die Nutzung von Zelllinien verschiedener Ursprünge zurückzuführen. 
Aber generell zeigen sich hier erneut die Probleme der Kultivierung pflanzlicher in-vitro-Kulturen, 
insbesondere hinsichtlich der Reproduzierbarkeit (Kap. 6.1.3). Nichtsdestotrotz können auch bei der 
Untersuchung mikrobieller Systeme Schwankungen in spezifischen Parametern detektiert werden. Chmiel 
et al. publizierten µmax von 48 d-1 und td von 0,4 h für E. coli, 36 d-1 und 0,5 h für Bacillus subtilis und 12 d-1 
und 1,5 h für S. cerevisiae; alle bestimmt im Rahmen von Kultivierungen bei jeweils spezies-spezifisch 
optimalen Bedingungen (2006). 
Bestimmung der Evaporation bei Kultivierung pflanzlicher Suspensionskulturen 
Eine Studie mit verschiedenen Schüttelkolben (Abb. 7A, B und Abb. 10D) liefert einen Einblick in Grad 
und Bedeutung der Evaporation bei der Kultivierung pflanzlicher Zellkulturen. Die Berechnung der 
Transferraten (OTR, Gl. (V) und CTR, Gl. (VI)) basiert u. a. auf dem Flüssigkeitsvolumen im Kolben, 
wobei durch die RAMOS®-Software (RAMOS®, Version 3.4.4.0; HiTec Zang GmbH) selbst am Ende der 
Kultivierung noch das initiale Füllvolumen (hier VL = 50 mL) als Eingangsgröße für die Gleichungen 
verwendet wird. Wenn die Evaporation aus dem Bioreaktor nicht berücksichtigt wird, können daraus 
signifikante Fehler entstehen. Zur Untersuchung des Evaporationseinflusses wurden Kultivierungen 
durchgeführt, bei denen alle Kulturgefäße im Abstand von etwa 24 h gewogen wurden (`new steady state´-
Methode nach Mrotzek et al. (2001)). Folgende Kolbentypen und Belüftungsregime kamen zum Einsatz: 
 Messkolben (Abb. 10D) belüftet mit feuchte-gesättigter Luft 
 Messkolben belüftet mit Umgebungsluft 
 Kolben mit Weithals und Papierstopfen (Abb. 7A) belüftet mit Umgebungsluft 
 Kolben mit Enghals und Baumwollstopfen (Abb. 7B) belüftet mit Umgebungsluft 
Auf Grundlage dieser Evaporationsstudie wurde anschließend ein Modell (Gl. (XIV)) zur Korrektur der 
OTR-Berechnung entwickelt. Die Anfeuchtung der einströmenden Luft für die Kolben „belüftet mit 
feuchte-gesättigter Luft“ war ausschließlich für die acht Messkolben möglich. Die Belüftung für die Kolben 
„belüftet mit Umgebungsluft“ wurde mit unbekannt variierendem Wassergehalt (abhängig z. B. von 
Raumtemperatur, Luftfeuchtigkeit, Tages- und Jahreszeiten) durchgeführt. Die Feuchtigkeit dieser Luft 
wurde auf einen variierenden Gehalt von 30 - 60 % geschätzt, sollte für zukünftige Untersuchungen aber 
exakt (online) gemessen werden. 
Zur Bestimmung des gesamten verdampften Flüssigkeitsvolumens aus den gewogenen Kolbenmassen 
wurde eine konstante Dichte der verdunsteten Flüssigkeit von 0,997 g cm-3 (gültig für Wasser bei 26 °C) 





angenommen. Die Berechnung resultiert im Durchschnitt in 2,3 mL verdunsteter Flüssigkeit bei der Kul-
tivierung mit Umgebungsluft (keine definierte Befeuchtung der einströmenden Luft) nach 7 Tagen und nur 
0,5 mL verdunsteter Flüssigkeit bei einer Kultivierung mit feuchte-gesättigter Luft (Tab. 4), beides 
durchgeführt in Messkolben (Abb. 10D). Für die Referenzkolben beträgt der Evaporationsverlust 6,8 mL 
bei Weithalskolben mit Papierstopfen (Abb. 7A) und 4,3 mL bei Enghalskolben mit Wattestopfen 
(Abb. 7B). Die Evaporation hängt u. a. maßgeblich von Temperatur, Fluidviskosität und Schüttelfrequenz 
ab. Die dargestellten Werte sind deshalb lediglich für 26 °C, 110 U min-1, LS mit 30 g L-1 Saccharose und 
0,2 mg L-1 2,4-D sowie die genannten Typen an Kolben- und Sterilbarrieren gültig. 
 
Tab. 4 Zusammenfassung der Evaporationsstudie bei Kultivierung von H. annuus-Suspensionskulturen in ver-
schiedenen Schüttelkolben. Kultivierungsbedingungen: RAMOS® (nur für Messkolben), Orbitalschüttler, 
n = 110 U min-1, d = 50 mm, 26 °C; Vt = 250 mL, VL = 50 mL, LS mit 30 g L-1 Saccharose, 0,2 mg L-1 
2,4-D; pH 5,7; dunkel; 10 mL min-1 Belüftungsrate; 40 min Messphase, 50 min Spülphase. Annahme: 
Evaporation von Wasser mit konstanter Dichte; Gleichungen für lineare Modelle: Schnittpunkt mit y-























stopfen (Abb. 7A) 
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Bestimmtheitsmaß 0,9858 0,9997 0,9895 0,9665 
 
Die durchgeführten Untersuchungen bestätigen die vermuteten Unterschiede im Evaporationverhalten 
zwischen den verschiedenen Schaftweiten, Sterilbarrieren und Feuchtegehalten im Einlassgasstrom. Wäh-
rend der Experimente wurde die Evaporation als signifikant festgestellt, was besonders aufgrund der langen 
Experimentaldauer (21 - 28 Tage) in der Pflanzenbiotechnologie kritisch sein kann. Für eine hohe 
Reproduzierbarkeit ist der Einsatz definiert-befeuchteter, feuchte-gesättigter Luft erstrebenswert, denn für 
diesen Fall ist der Feuchtegehalt im Einstrom konstant und die Evaporation minimal (< 1 % für Messkol-
ben, Tab. 4). Außerdem entfallen z. B. die Akkumulation von Medienbestandteilen sowie Biomasse und 





daraus resultierende (negative) Effekte auf die Kultur. Im Gegensatz dazu ist die Evaporation aus Stan-
dardschüttelkolben mit Weithals mehr als 10-mal größer (> 10 %). Hier werden die Diskrepanzen zwischen 
Mess- und Referenzkolben signifikant deutlich. Bedauerlicherweise ist die Belüftung mit konstant feuchte-
gesättigter Luft nicht Bestandteil der üblichen Ausstattung eines Standardschüttelinkubators und damit 
schwer realisierbar für Erlenmeyer-Kolben. Eine Option ist das Einbringen eines geöffneten, mit Wasser 
gefüllten Gefäßes (z. B. Becherglas) in den Inkubator, welches mit geschüttelt wird. Hierdurch reduziert 
sich allerdings die Anzahl an verfügbaren Plätzen für Experimentalgefäße. Eine Alternative bietet das 
Nachfüllen der Kolben – und damit der Kulturflüssigkeit – mit sterilem destilliertem Wasser innerhalb 
bestimmter Zeitintervalle. Dabei sind allerdings Aufwand und Gefahr von Kontaminationen sehr hoch. Die 
bessere Option zur Absicherung der Vergleichbarkeit von offline-Werten mit RAMOS®- Daten ist daher, 
die Nachjustierung der Respirationswerte basierend auf den existierenden Evaporationsdaten (Tab. 4) und 
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Mit Hilfe dieses Modells ist ein Korrigieren der Transferraten und weiterer Respirationswerte (OT, CT. 
RQ), welche mittels RAMOS® bestimmt werden, möglich: VL wird einfach durch das zuvor ermittelte, 
kolbentyp-abhängige Evaporationsvolumen (Vevap; Tab. 4) reduziert. Dennoch können auf diese Weise z. B. 
Effekte, welche aus der Akkumulation von Medienkomponenten resultieren und damit veränderte 
Wachstumsbedingungen erzeugen, nicht berücksichtigt werden. 
 






 A, Evaporationsvolumen Vevap bei Kultivierungen von H. annuus-Suspensionskulturen; B, OTR einer 
H. annuus-Suspensionskultur (Standardabweichungen aus N = 3, grau): Berechnung ohne Berück-
sichtigung der Evaporation, Evaporations-korrigiert nach Gl. (XIV). Kultivierungsbedingungen: 
RAMOS®, Orbitalschüttler, n = 110 U min-1, d = 50 mm, 26 °C, Vt = 250 mL, VL = 50 mL, LS mit 
30 g L-1 Saccharose, 0,2 mg L-1 2,4-D; pH 5,7; dunkel; 10 mL min-1 Belüftungsrate; 40 min Messphase, 
50 min Spülphase. (Geipel et al. 2013). 
 
Abb. 14A zeigt den Verlauf der durchschnittlichen Evaporation von Wasser aus der Kulturlösung für Mess- 
verglichen mit Referenzkolben. Erwartungsgemäß steigen die Evaporationsraten mit verringertem 
Feuchtegehalt in der Zuluft (Vergleich: z. B. Verlauf der Messkolben ▲und ■) sowie mit zunehmendem 





Schaftdurchmesser an. Analog dazu kann ein Abfall des Bestimmtheitsmaßes für das lineare Modell de-
tektiert werden (Tab. 4). Das bedeutet, dass Abweichungen zwischen realem Evaporationsverhalten und 
linearem Modell ganz besonders in den Referenzkolben sichtbar werden. Eine Anpassung des Modells 
(z. B. exponentieller Art) sollte für die Zukunft in Betrachtung gezogen werden. 
Abb. 14B illustriert den Vergleich zweier OTR-Verläufe in Messkolben belüftet mit Umgebungsluft: 
während eine OTR-Kurve (-▲-) keine mathematische Korrektur für Evaporation beinhaltet (Gl. (V)), 
wurde die zweite OTR-Kurve mittels Gl. (XIV) korrigiert (•■•). Wie erwartet, trennen sich beide Grafen 
aufgrund des inkrementellen Wasserverlustes zunehmend. Der Graf von OTRkorr. verläuft oberhalb des 
nicht korrigierten OTR-Grafen; Evaporation resultiert also in einer geringeren OTR-Zunahme während der 
Wachstumsphase. Die Abweichungen zwischen den zwei Kurven sind nicht sehr hoch (Variations-
koeffizient < 1 % bei t = 24 h und < 10 % bei t = 240 h), aber es muss bedacht werden, dass beide OTR-
Verläufe aus Messkolben mit entsprechend geringen Schaftweiten (siehe Abb. 10D: „Luftein- und -auslass 
mit Sterilbarriere“) stammen. Die Diskrepanzen zwischen den Atmungsaktivitäten nehmen vermutlich 
aufgrund der detektierten signifikanten Unterschiede im Evaporationsverhalten durch verschiedene 
Schaftweiten und Sterilbarrieren (Tab. 4) noch zu, werden diese Kolben mit Referenzkolben (Abb. 7A, B) 
verglichen. Um diese Aussage zu überprüfen wäre es erforderlich, die Atmungsaktivität (OTR, CTR, etc.) 
in den Referenz- für einen Vergleich mit den Messkolben zu erfassen. Anschließend ist der Nachweis 
unterschiedlichen Wachstumsverhaltens in Abhängigkeit von Kolbentyp, Sterilbarriere und/oder Feuchte-
gehalt der Zuluft erforderlich. Das könnte Teil einer zukünftigen Studie zur Evaporationskinetik sein. In 
der Zwischenzeit kann die entwickelte OTR-Korrekturgleichung (Gl. (XIV)) genutzt werden, um die Lücke 
zwischen Wissen zur Respiration pflanzlicher in-vitro-Systeme aus Schüttelkolben (Messkolben) und den 
offline-Daten, welche aus einem leicht abweichenden Kultivierungsregime (Referenzkolben) resultieren, 
zu schließen. 
 
6.2.3 Monitoring photomixotropher Pflanzenzellkulturen 
Die Verwendung des RAMOS® ermöglicht Charakterisierungen des Wachstumsverhaltens online, nicht-
invasiv und in Schüttelkolben. Im Rahmen eines Drittmittel-Projektes wurde an der TU Dresden zwischen 
2012 und 2014 gemeinsam mit der Firma HiTec Zang GmbH eine innovative Erweiterung des RAMOS® 
zur Kultivierung unter photoaktiven Bedingungen mit light emitting diode-(LED-)Beleuchtung der 
Reaktionsgefäße von unten entwickelt (Socher et al. 2014; Winkler und Socher 2014). Diese im RAMOS® 
verwendete Beleuchtungsvorrichtung wurde bereits für Experimente mit anderen photosynthetisch aktiven 
Zelllinien (neben Pflanzen auch Algen und Bakterien) getestet (z. B. (Socher et al. 2014)). Abb. 15 zeigt 
online-Daten einer photomixotrophen Kultur (Abb. 10B) von H. annuus, welche in MS1 mit 15 g L-1 
initialer Saccharose (HApm15) kultiviert wurde.  
 





 OTR, CTR und RQ (Standardabweichungen aus N = 3, grau) einer photomixotrophen H. annuus-
Suspensionskultur (HApm15). Kultivierungsbedingungen: RAMOS®, Orbitalschüttler, n = 110 U min-1, 
d = 50 mm, 26 °C, Vt = 250 mL, VL = 50 mL, MS1 mit 15 g L-1 Saccharose, pH 5,7; 125 µmol m-2 s-1; 
Belüftung mit Umgebungsluft (10 mL min-1 Belüftungsrate; 40 min Messphase, 50 min Spülphase). 
(Geipel et al. 2014b). 
 
Die OTR (Gl. (V)) ist ein sehr gut geeigneter, aus einfach messbaren Parametern ermittelbarer Wert, um 
den physiologischen Zustand aerober Kulturen zu quantifizieren, da die meisten metabolischen Aktivitäten 
in heterotrophen Kulturen abhängig vom O2-Verbrauch sind. Damit ist Wachstum direkt an eine höhere 
OTR gekoppelt. Durch phototrophen bzw. photomixotrophen Stoffwechsel bildet sich dagegen zunehmend 
O2, weswegen Überlagerungseffekte in Betracht gezogen werden sollten. Rein phototropher Stoffwechsel 
resultiert aufgrund von O2-Bildung i. d. R. in negativen OTR (Socher et al. 2014). 
Für die photomixotrophe Kultur (HApm15) wurde ein OTRmax von 0,77 mmol L-1 h-1, für die heterotrophe 
Kultur (HAh) von 2,0 mmol L-1 h-1 ermittelt (Abb. 12A und Abb. 15). Somit ist die Atmungsaktivität der 
heterotrophen Kultur offensichtlich zweieinhalbfach höher als die der photomixotrophen Kultur. Maximale 
spezifische OTR liegen für die HApm15-Kultur bei otrmax = 0,10 mmol g-1 h-1 (x = 7,5 g L-1) und für die HAh-
Kultur bei otrmax = 0,14 mmol g-1 h-1 (x = 14,0 g L-1). Insgesamt ergibt sich, dass die BTM-spezifische 
Respirationsaktivitäten beider Zellsuspensionen nur wenig voneinander abweichen. Die geringere OTRmax 
der photosynthetisch aktiven Zellkultur ist auf die nur halb so große BTM im Vergleich zur heterotrophen 
Kultur zurückzuführen. Die CTR (Gl. (VI)) ist für beide Kulturen ein wenig höher als die jeweilige OTR, 
liegt aber im selben Bereich, was in Respirationsquotienten (Gl. (IX)) von 1,2 - 1,4 resultiert. 
 
6.2.4 Monitoring pflanzlicher Gewebekulturen 
In Abb. 16 sind OT, OTR und RQ (Gl. (VII), (V), (IX)) für die untersuchten Hairy roots von H. annuus 
(Abb. 11C) dargestellt. Die lag-Phase der Hairy roots ist sehr lang (ca. 6 Tage), was wahrscheinlich zwei 
Ursachen hat: die Inokulation wurde erstens mit einer nur sehr geringen x0 von 0,06 g L-1 und zweitens aus 





einer Emerskultur durchgeführt. Die übliche Adaption der Zellen an das Wachstum in Suspension im 
Vorfeld des Experiments erfolgte nicht. 
 
 OT, OTR und RQ einer H. annuus-Hairy roots-Kultur (Standardabweichungen aus N = 5, grau). Kulti-
vierungsbedingungen: RAMOS®, Orbitalschüttler, n = 110 U min-1, d = 50 mm, 26 °C, Vt = 250 mL, 
VL = 50 mL, MS mit 30 g L-1 Saccharose, pH 5,7; dunkel; Belüftung mit Umgebungsluft; 10 mL min-1 
Belüftungsrate; 40 min Messphase, 50 min Spülphase. (Geipel et al. 2014a). 
 
Die Gewebekultur zeigt eine vergleichsweise hohe OTRmax von 2,3 mmol L-1 h-1. Die maximale spezi-
fische, auf die BTM bezogene otrmax liegt bei 0,22 mmol g-1 h-1 (x = 10,3 g L-1). Daraus lässt sich schluss-
folgern, dass im Untersuchungszeitraum pro Gramm BTM und pro Stunde 0,22 mmol O2 aufgenommen 
wurden. Aussagekräftigere Charakterisierungen bieten biotechnologische Kenngrößen wie z. B. µ (Gl. 
(XI)), welche sowohl auf Grundlage der BTM-Konzentrationen (offline) als auch der Respirationsdaten 
(online) vergleichend berechnet wurde (siehe Tabelle 1 in (Geipel et al. 2014a)). Die Werte beider Berech-
nungsmethoden zeigen ähnliche Ergebnisse (µ = 0,48 d-1 bzw. 0,53 d-1). Aufgrund der höheren Datendichte 
ist die Berechnung auf Basis der Respirationsdaten (online mittels RAMOS® gemessen) exakter. 
Biomassedaten liegen aufgrund der offline-Beprobung nur im Abstand von etwa 48 Stunden vor (Kap. 
6.2.2).  
Auffällig ist der enorme Wachstumsschub der Hairy roots von x0 = 0,06 g L-1 zu Beginn der Kultivierung 
auf über 15 g L-1 nach 14 Tagen. Somit ergibt sich ein sehr hoher maximaler Differenzzuwachs (Gl. (IV)) 
von 249 bzw. eine für eine in vitro-Kultur von H. annuus hohe Wachstumsrate von µ ≈ 0,5 d-1. 
 
6.2.5 Vergleich verschiedener in-vitro-Kulturen von H. annuus 
In Abb. 17 sind OT, OTR, RQ sowie BTM-Differenzzuwachs für alle untersuchten H. annuus-Kulturtypen 
(Abb. 11) zusammengefasst dargestellt. Aus den OTR-Verläufen lässt sich schlussfolgern, dass die 
heterotrophe Kultur am schnellsten wächst, gefolgt von der Gewebe- und der photomixotrophen Kultur. 





Die Längen der lag-Phasen variieren stark: während sich die Hairy roots noch adaptieren (Inokulum: sehr 
geringe x0 und von Emerskultur), ist die heterotrophe Suspension (Inokulum: flüssige Vorkultur mit ca. 20-
facher x0 im Vergleich zu den Hairy roots) bereits am Ende ihrer Wachstumsphase (t ≈ 4,5 d). Eine 
Einteilung in die klassischen Wachstumsphasen ist lediglich bei der heterotrophen und der Gewebekultur 




 BTM-Differenzzuwachs, OT, OTR und RQ von H. annuus-Kulturen. A, BTM-Differenzzuwachs; B, 
OT, OTR, RQ der heterotrophen Kultur (Standardabweichungen aus N = 3, grau); C, OT, OTR, RQ der 
photomixotrophen Kultur (Standardabweichungen aus N = 4, grau); D, OT, OTR, RQ der Hairy roots 
(Standardabweichungen aus N = 5, grau). Kultivierungsbedingungen: RAMOS®, Orbitalschüttler, 
n = 110 U min-1, d = 50 mm, 26 °C, Vt = 250 mL, VL = 50 mL, LS mit 30 g L-1 (für B), MS1 mit 
15 g L-1 (für C), MS mit 30 g L-1 (für D) Saccharose, pH 5,7; dunkel (für B und D) bzw. 125 µmol m-2 s-1 
(für C); Belüftung mit Umgebungsluft; 10 mL min-1 Belüftungsrate; 40 min Messphase, 50 min 
Spülphase. (Geipel et al. 2014a). 
 
Die Respirationsdaten zeigen, dass OTRmax bei allen Kulturtypen stark differiert. Die höchste OTRmax zeigt 
die Gewebe-, vor der heterotrophen Kultur. Die photomixotrophe Kultur zeigt nur eine sehr geringe 
OTRmax. Die maximale spezifische, auf die BTM-Konzentration bezogene OTR (otrmax, Gl. (X)) weist 
dagegen eine hohe Ähnlichkeit zwischen den untersuchten Kulturtypen auf (siehe Tab. 1 in (Geipel et al. 
2014a)). Sie liegt für alle Kulturtypen in einem Bereich von 0,10 mmol g-1 h-1 - 0,22 mmol g-1 h-1. Die 
photomixotrophe Kultur verbraucht mit 0,10 mmol O2 pro Gramm BTM und pro Stunde am wenigstens 
Sauerstoff. Die heterotrophe Kultur verbraucht mit 0,14 mmol O2 pro Gramm BTM und pro Stunde etwas 
mehr Sauerstoff. Die Gewebekultur verbraucht mit 0,22 mmol O2 pro Gramm BTM und pro Stunde in etwa 
doppelt so viel Sauerstoff wie die Suspensionen. Daraus lässt sich schlussfolgern, dass im Unter-
suchungszeitraum bei beiden Suspensionskulturen, egal ob photoaktiver oder rein heterotropher Meta-
bolismus, pro Gramm BTM circa die gleiche Menge O2 aufgenommen wird. Für die photomixotrophe 
Kultur bedeutet das vermutlich, dass vorerst hauptsächlich der heterotrophe Anteil des Metabolismus aktiv 





ist: in erster Linie wird Zucker respirativ umgesetzt. Die Gewebekultur dagegen metabolisiert in etwa die 
doppelte Menge O2, was den hohen BTM-Zuwachs erklären würde. 
 
6.3 Fazit und Perspektiven 
Die zuvor beschriebenen Herausforderungen beim Systemtransfer von Strategien des Prozessmonitoring in 
pflanzenbiotechnologische Bereiche (Kap. 6.1.3) konnten mit folgenden Resultaten bearbeitet werden: 
 Eine konsequente Anwendung der Methode der Vorinokulation (Kap. 6.2.2) kann Abweichungen 
in Wachstumsverläufen identischer Inokula bei Suspensionskulturen in verschiedenen Kultur-
gefäßen (Mehrfachbestimmung) wirksam beheben. Das konnte für eine Dreifachbestimmung 
(N = 3) gezeigt und anhand geringer Variationskoeffizienten von maximal 16 % belegt werden 
(Kap. 6.2.2). 
 Durch ein ununterbrochenes online-Monitoring über mehrere Subkultivierungszyklen lässt sich 
eine Einordnung von Zellen in Wachstumsstadien einfacher, exakter und sicherer vornehmen. Das 
ermöglicht die Inokulation mit Biomasse konstanter Eigenschaften bzw. mit Zellen in bekanntem 
Wachstumsstadium (z. B. Mehrheit der Zellen in der Wachstumsphase) und stellt langfristig die 
Reproduzierbarkeit sicher. 
 Die mittels RAMOS® im Schüttelkolbenmaßstab gewonnenen Respirationsdaten dienen der 
Wachstumscharakterisierung der untersuchten Zell- und Gewebekulturen und sind als solche auch 
gültig und hilfreich bei Übertragung in größere Reaktionsgefäße. 
 Eine konsequent saubere und sterile Arbeitsweise, wie in jedem biotechnologischen Labor üblich, 
ist für eine dauerhafte Sterilität in der Pflanzenbiotechnologie trotz längerer Kultivierungszeit-
räume ausreichend. 
 Im Rahmen der Pflanzenzellkultivierung im Labormaßstab konnte nachgewiesen werden, dass der 
Zusammenhang zwischen Atmungsaktivität und Evaporation aus dem Kulturmedium durch die 
langen Kultivierungsperioden bei Pflanzenzellen (21 - 28 Tage) signifikante Abweichungen der 
Messergebnisse verursachen kann (Kap. 6.2.2). Abhängig von Schaftdurchmesser und Material der 
Sterilbarriere kann u. U. ein beträchtlicher Wasserverlust auftreten, welcher Komplikationen bei 
der Vergleichbarkeit von online- mit offline-Daten verursacht. Um Reproduzier- und 
Vergleichbarkeit zu maximieren, sollten (bei Belüftung mit Umgebungsluft) Kolben mit Enghals 
und Baumwollstopfen (Abb. 7B) verwendet werden. Zur Anpassung existierender Gleichungen für 
wachstums-spezifische Respirationsparameter wurde ein Korrekturmodell entwickelt und am 
Beispiel der OTR (Gl. (XIV)) evaluiert. Dieses Modell lässt sich auf andere Kolbentypen übertra-
gen. 
 Für zukünftige Untersuchungen wird empfohlen, die relative Feuchtigkeit in der Kultivierungs-
umgebung zu messen um Einflüsse auf das Evaporationsverhalten (z. B. Tag-/Nacht-Rhythmen) 
erforschen zu können. Zusätzlich sollte die Viskositätszunahme der Kulturlösung, bedingt durch 
Wasserverdunstung, Zellwachstum und/oder Bildung von Exopolysacchariden untersucht werden. 
Bekanntermaßen führt sie zu Inhomogenitäten, Limitationen und reduzierten Produktbildungsraten 
(Katzer et al. 2001). Außerdem könnte in nachfolgenden Studien der Einfluss intermittierender 
Schüttelbewegung, welche z. B. bei der Kontrolle der Evaporation oder durch Probenahme bzw. 
Ernte erforderlich wird, als Faktor zur Limitation der Nährstoffzufuhr in Betracht gezogen und 
eingehender untersucht werden (Büchs 2001). 
  





 Für Respirationsaktivitäten pflanzlicher Gewebe- und Kulturen mit heterotrophem bzw. photo-
mixotrophem Metabolismus wurden geringere Werte als für Mikroorganismen erwartet. Es ist 
bekannt, dass pflanzliche Zellen aufgrund ihrer größeren Komplexität langsamer wachsen. Die 
erhaltenen Respirationsdaten für H. annuus liegen mit durchschnittlich 2 mmol L-1 h-1 um Grö-
ßenordnungen unter den publizierten Daten für Mikroorganismen. 
 Ideal wäre es, wenn sich aus einigen exemplarischen Respirationsverläufen pflanzlicher in-vitro-
Kulturen kombiniert mit geeigneten offline-Werten (Biomasse, Konduktivität) weniger Zeitpunkte 
verlässliche Modelle ableiten ließen, welche dann möglichst universell auf verschiedene Spezies, 
Kulturtypen aber auch Reaktorsysteme und Maßstäbe übertragbar wären. Dazu muss eine solide 
Datenbasis die Grundlage liefern. Das RAMOS® als online-Monitoring-System für Schüttelkolben 
bietet optimale Voraussetzungen in kurzer Zeit viele Daten mit Bezug zum Zellwachstum zu 
erfassen. Im Rahmen vorliegender Arbeit wurden Grundlagen zur Anwendung in der 
Pflanzenbiotechnologie erarbeitet, auf welchen aufbauend eine Erweiterung auf ausgewählte 
weitere Pflanzenspezies erfolgen sollte. Nach einer Analyse möglicher signifikanter Gemeinsam-
keiten in den Verläufen können diese für eine Modellbildung genutzt werden. 
Die vorgestellten Resultate sind Teil einer umfangreichen Studie bezüglich der Eignung eines innovativen 
Systems zur Atmungsüberwachung in Schüttelkolben für pflanzliche in-vitro-Kulturen. Dabei wurden erste 
Experimente mit verschiedenen Sonnenblumen- und Salbei-Kulturen durchgeführt sowie Daten gezeigt, 
welche die Eignung des RAMOS® für Prozessentwicklungen mit pflanzlichen Zell- und Gewebekulturen 
belegen. Erstmalig konnte die Untersuchung pflanzlicher Gewebekulturen (Hairy roots) mittels RAMOS® 
gezeigt werden. Die Studie leistet einen wichtigen Beitrag zur Charakterisierung der Respiration 
pflanzlicher in-vitro-Kulturen. Unter Nutzung der beschriebenen Strategien können zukünftige 
Untersuchungen weiterführende Erkenntnisse zum photo(mixo)trophen Stoffwechsel der Kulturen liefern 
sowie das Verständnis des Zusammenspiels von Respiration und Produktbildung erweitern. Dies sind 
wichtige Voraussetzungen für die bio-basierte Wertschöpfung sekundärer Pflanzeninhaltsstoffe im größe-







Die Anwendung pflanzlicher Zell- und Gewebekulturen bietet im Rahmen der nachhaltigen Produktion von 
Sekundärmetaboliten ein enormes Potenzial für die industrielle Wertschöpfung. Diese Kulturen er-
möglichen die Herstellung wertvoller Pflanzeninhaltsstoffe im geschlossenen System unter konstanten, 
kontrollierbaren Bedingungen und den Zugang zu hoher Leistungsfähigkeit für die Kosmetik-, Lebens-
mittel- und pharmazeutische Industrie. In der Praxis erfolgt eine industrielle Umsetzung der Pflanzenbio-
technologie und ihrer Methoden zur innovativen Gewinnung von natürlichen Wertstoffen jedoch bisher 
aufgrund verschiedener Hemmnisse nur schleppend. Die vorliegende Arbeit beschäftigt sich mit derartigen 
Hürden und zeigt am Beispiel Helianthus annuus (Einjährige Sonnenblume) Lösungsstrategien für einen 
zukünftigen industriellen Einsatz der Pflanzenbiotechnologie auf. 
Im Rahmen dieser Arbeit konnte der Transfer von pflanzlichen Zell- und Gewebekulturen in das 
Respiration Monitoring System® (RAMOS®), einem Schüttelkolbensystem zur online-Messung der Re-
spirationsaktivität, demonstriert und relevante Kriterien für eine erfolgreiche Übertragung ermittelt werden. 
Folgende Ziele wurden erreicht: 
 Zusammenfassung publizierter Konzepte zur Modellierung pflanzlicher Gewebekulturen (Kap. 3) 
 Induktion von photomixotrophen Zellkulturen der Sonnenblume (Kap. 4) 
 Etablierung und Charakterisierung von Zell- und Gewebekulturen der Sonnenblume im Schüttel-
kolbenmaßstab (Kap. 6) 
 Maßstabsübertragung einer photomixotrophen Kultur aus dem Schüttelkolben in eine Blasensäule 
(Kap. 5.3) 
 Kultivierung pflanzlicher Zell- und Gewebekulturen mit Prozessüberwachung; Etablierung des 
RAMOS® zur Anwendung in der Pflanzenbiotechnologie (Kap. 6) 
 
H. annuus ist eine gut geeignete Pflanzenspezies zur Etablierung pflanzlicher Zellkulturen, welche α-
Tocopherol als Modellmetabolit und wertvolles Produkt produziert. In der vorliegenden Arbeit ist ausge-
hend von vorhandenen heterotrophen pflanzlichen Zellkulturen von H. annuus die Induktion einer stabil 
wachsenden photomixotrophen Kalluskultur innerhalb weniger Wochen aus Explantaten der Sprossachse 
von H. annuus gelungen. Aus dem Kallus konnte zudem eine stabil wachsende Suspensionskultur induziert 
werden. Geeignete Protokolle zur Kulturinduktion und -erhaltung wurden erarbeitet, etabliert und 
veröffentlicht. 
Die durch heterotrophe und photomixotrophe Kultivierung im Schüttelkolben erreichten α-Tocopherol-
Gehalte zeigen eine starke Varianz, ähneln aber publizierten Daten anderer in-vitro-Kulturen aus Sonnen-
blume und Distel. Die Gewinnung von Metaboliten mittels in-vitro-Techniken ermöglicht eine ganzjährige 
Produktion mit konstanter Qualität und Quantität bei vergleichsweise geringen Platzanforderungen, ohne 
Zugabe von Pestiziden, Fungiziden etc. und unbeeinflusst von biotischen sowie abiotischen 
Umweltfaktoren, und damit bei geringen Kosten. 
In der Pflanzenbiotechnologie ist die Anwendung von gängigen Kultivierungssystemen für Mikroor-
ganismen, wie z.B. Rührreaktoren nach Ermittlung der Ausbeuten im Schüttelkolben und ggf. individueller 
Anpassung von Kultivierungsstrategie und/oder -system möglich und wird praktiziert. Die Maß-
stabsübertragung vom Schüttelkolben im mL-Maßstab in die Blasensäule im L-Maßstab in dieser Arbeit 
zeigte, dass für eine photomixotrophe H. annuus-Suspensionskultur ausreichend hohes Biomassewachstum 
erreicht werden konnte. Die vorgestellte proof-of-concept-Kultivierung offenbarte jedoch auch 
Schwachstellen des genutzten Bioreaktorsystems.  





Zudem konnte der Transfer von pflanzlichen Zell- und Gewebekulturen in das RAMOS® demonstriert und 
relevante Kriterien für eine erfolgreiche Übertragung ermittelt werden. Es wurden erste umfangreiche 
Experimente mit verschiedenen Sonnenblumen-Kulturen durchgeführt und Daten gewonnen, welche die 
Eignung des RAMOS® für Prozessentwicklung mit pflanzlichen Zell- und Gewebekulturen belegen. Das 
RAMOS® konnte dabei als innovatives, hilfreiches Werkzeug für schnelles, paralleles Screening auf 
Wachstumseigenschaften und Experimentalparameter verschiedener pflanzlicher Zell- und Gewebe-
kulturen qualifiziert werden. Entscheidende Vorteile bietet das System aufgrund der online-Erfassung von 
wachstumskinetischen Daten im Vergleich zum Standardschüttelkolben ohne Sensorik. Durch die online-
Datenerfassung rücken Schwierigkeiten mit der offline-Biomasseanalytik pflanzlicher in-vitro-Kulturen in 
den Hintergrund. Das RAMOS® wurde erstmals einerseits für Untersuchungen pflanzlicher Gewebe-
kulturen sowie andererseits für Experimente mit photomixotrophen pflanzlichen in-vitro-Kulturen einge-
setzt, wodurch ein wichtiger Beitrag zur Charakterisierung der Respiration pflanzlicher in-vitro-Kulturen 
geleistet wurde. 
Unter Nutzung der beschriebenen Strategien können zukünftige Untersuchungen weiterführende Erkennt-
nisse zum photo(mixo)trophen Stoffwechsel pflanzlicher in-vitro-Kulturen liefern sowie das Verständnis 
des Zusammenspiels von Respiration und Produktbildung erweitern; wichtige Voraussetzungen für die bio-
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Thesen zur Arbeit 
Untersuchungen zur verfahrenstechnischen Verbesserung der Sekundärmetabolitproduktion mit 
pflanzlichen Zell- und Gewebekulturen 
 
1. Aus verschiedenen Explantaten von Helianthus annuus (Einjährige Sonnenblume), z. B. Blätter, 
Hypokotyl, Kotyledonen (Keimblätter) und Sprossachse, lässt sich photomixotropher Kallus indu-
zieren. Unter den gegebenen Bedingungen (u. a. Kultivierungsparameter, Medium, Pflanzensorte) 
eignen sich Explantate der Sprossachse am besten. 
2. Für eine schnelle Induktion von photomixotrophem Kallus aus H. annuus-Sprossachse ist 
Murashige- & Skoog-(MS-)Medium mit Zusatz von je 0,5 mg L-1 6-BAP (6-Benzylaminopurin) und 
NAA (1-Naphthylessigsäure; MS1) sehr gut geeignet. 
3. Eine Lichtintensität von 165 µmol m-2 s-1 sorgte im Vergleich zu einer geringeren Intensität von 
75 µmol m-2 s-1 für eine stärkerer Bildung von grünem Kallus an Sprossachs-Explantaten von 
H. annuus auf MS1-Medium. 
4. Pflanzliche in-vitro-Kulturen wachsen wesentlich langsamer als Mikroorganismen. Für heterotrophe 
H. annuus-Kulturen wurden maximale spezifische Wachstumsraten von µmax = 0,39 - 0,66 d-1 be-
rechnet. Die ermittelten Verdopplungszeiten td auf Basis der Daten der exponentiellen Wachstums-
phase (Tag 1 - 4) liegen zwischen 25,2 und 42,7 h. 
5. Der Sauerstoffverbrauch pflanzlicher Zell- und Gewebekulturen ist geringer als der von Mikro-
organismen. Die maximale Respirationsaktivität von Zellen einer H. annuus-Suspensionskultur ist 
durchschnittlich um den Faktor 103 geringer als publizierte Respirationsaktivitäten mikrobieller 
Kulturen. Die maximale Sauerstofftransferrate OTRmax von einer heterotrophen H. annuus-Kultur 
beträgt 2,0 mmol L-1 h-1 bzw. die maximale biotrockenmasse-spezifische Sauerstofftransferrate otrmax 
selbiger Kultur 0,14 mmol g-1 h-1 (x = 14,0 g L-1). 
6. Zellen pflanzlicher Kulturen neigen zu Agglomeration. Eine frisch induzierte H. annuus-
Suspensionskultur enthält bereits 2 Wochen nach der Feinverteilung von Kallus in flüssigem Me-
dium viele große Agglomerate. 
7. Das Respiration Activity Monitoring System® (RAMOS®) eignet sich zum Screening sowohl von 
pflanzlichen Zellkulturen (Suspensionskultur) als auch von Hairy roots. Ein online-Monitoring der 
Respirationsaktivität bei der Kultivierung pflanzlicher in-vitro-Kulturen ist sinnvoll, da in der Bio-
technologie gängige offline-Methoden der Prozesskontrolle (z. B. Trübungsmessung) wenig bis nicht 
geeignet sind. 
8. Während der Kultivierung pflanzlicher in-vitro-Systeme kommt es, insbesondere aufgrund der 
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